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A biotecnologia e a produção biomassa são temas contemporâneos de grande relevância 
mundial. Neste contexto, destacam-se as microalgas como fontes promissoras para a 
produção de alimentos, bioprodutos e energia no século XXI. No entanto, existem 
diferentes desafios a serem superados para tornar a produção indústrial de microalgas 
economicamente viável, dentre eles o custo do meio de cultivo. Esta tese tem como objetivo 
apresentar duas estratégias para a produção de biomassa de microalgas verdes 
(Chlorophyta) utilizando meios de cultivo de baixo custo. A primeira estratégia consiste na 
formulação de meio quimicamente definido que combina as fontes de nitrogênio (ureia, 
amônia e nitrato) com o uso de fertilizantes como uma abordagem de baixo custo para o 
cultivo de Chlorella sorokiniana. O meio proposto denominado "Blue Green Nitrogen Mix" 
(BGNIM), foi capaz de suportar o crescimento de C. sorokiniana em níveis semelhantes ao 
meio sintético padrão BG11, apresentando produtividades entre 47 e 50 mgDW • L-1 • d-1. 
Adicionalmente, o uso combinado de três fontes de nitrogênio levou a alterações na 
composição da biomassa. A concentração de proteínas aumentou 7%, de carotenóides 41%, 
de açúcares solúveis 12%, alanina 370%, serina 350%, valina 180%, mio-inositol 190%, 
ácido glicerico 230% e ácido glutâmico 220%, quando comparado ao meio padrão BG11. 
Além disso, uma grande mudança de pH foi detectada durante a fase inicial de crescimento 
em culturas de BGNIM, abrindo oportunidades para o controle de predadores sensíveis ao 
pH durante a produção em larga escala. É importante ressaltar que a formulação BGNIM 
proporcionou uma redução de custo de aproximadamente 95% em comparação com o meio 
padrão BG11. A segunda estratégia foi a utilização de efluente da indústria de óleo de 
palma (POME) como meio de cultivo algal quimicamente indefinido. Neste trabalho, a 
linhagem autóctone de microalga Pseudokirchneriella sp. O LBA # 52. Esta foi selecionada 
dentre 18 linhagens testadas para crescimento em POME. A produtividade da biomassa 
alcançou 272,13 mgDW • L-1 • d-1 durante o cultivo, usando fotobiorreatores Flat Plate 
airlift de 15 L. Os carboidratos constituíram a maior fração da biomassa das algas, 
atingindo até 39,73%, enquanto a fração lipídica variou de 8,39% a 11,03% quando o 
POME é utilizado como meio de cultura. Além disso, o crescimento de algas promoveu 
reduções de 61,21% do nitrogênio total (TN), 99,99% de amônio e 99,07% de fosfato 
presentes no POME. Este estudo destaca o potencial do uso de microalgas no tratamento de 
águas residuais e na produção de biomassa de alto valor agregado, integrada à indústria de 






Biotechnology and biomass production are contemporary themes of great worldwide 
relevance. In this context, microalgae are highlighted as promising sources for the 
production of food, bioproducts and energy in the 21st century. However, there are different 
challenges to be overcome to make indústrial microalgae production economically viable, 
including the cost of the medium. This thesis aims to present two strategies for the 
production of biomass from green microalgae (Chlorophyta) using low cost cultivation 
media. The first strategy consists of formulating a chemically defined medium that 
combines nitrogen sources (urea, ammonia and nitrate) with the use of fertilizers as a low-
cost approach to the cultivation of Chlorella sorokiniana. The proposed medium called 
"Blue Green Nitrogen Mix" (BGNIM), was able to support the growth of C. sorokiniana at 
levels similar to the standard synthetic medium BG11, presenting productivity between 47 
and 50 mgDW • L-1 • d-1. Additionally, the combined use of three nitrogen sources led to 
changes in the composition of the biomass. Protein concentration increased 7%, carotenoids 
41%, soluble sugars 12%, Alanine 370%, Serine 350%, Valine 180%, Myo-inositol 190%, 
Glyceric acid 230% and Glutamic acid 220%, when compared to standard medium BG11. 
In addition, a large pH change was detected during the initial growth phase in BGNIM 
cultures, opening up opportunities for the control of pH sensitive predators during large-
scale production. It is important to note that the BGNIM formulation provided a cost 
reduction of approximately 95% compared to the standard BG11 medium. The second 
strategy was to use effluent from the palm oil mill (POME) as a chemically indefinite algal 
culture medium. In this work, the indigenous microalgae Pseudokirchneriella sp. LBA # 52 
was selected from 18 strains tested for growth in POME. Biomass productivity reached 
272.13 mgDW • L-1 • d-1 during cultivation, using 15 L Flat Plate photobioreactors. 
Carbohydrates constituted the largest fraction of algae biomass, reaching up to 39.73%, 
while lipid fraction varied from 8.39% to 11.03% when POME is used as a culture medium. 
In addition, algae growth promoted reductions of 61.21% of total nitrogen (TN), 99.99% of 
ammonium and 99.07% of phosphate present in POME. This study highlights the potential 
of using microalgae in the treatment of wastewater and in the production of high added 











Prelúdio ......................................................................................................... 10 
A Biotecnologia e o século XXI ............................................................................................. 10 
1. Introdução ................................................................................................ 12 
1.1. Histórico da produção de biomassa algal ................................................................ 12 
1.2. Algas ........................................................................................................................... 15 
1.3. Fotossíntese ................................................................................................................ 17 
1.4. Nutrientes ................................................................................................................... 21 
1.5. Estudo sobre meio de cultivos .................................................................................. 23 
1.6. Fotobiorreator .................................................................Erro! Indicador não definido. 
2. Objetivo ................................................................................................... 29 
2.1      Objetivos Específicos.................................................................................................. 29 
3. Uma abordagem de baixo custo para a produção de Chlorella sorokiniana através do 
uso combinado de fertilizantes à base de ureia, amônia e nitrato. .............................. 30 
3.1. Materiais e Métodos .................................................................................................. 33 
3.1.1 Cepa de microalgas .................................................................................................... 33 
3.1.2 Meio de cultura .......................................................................................................... 33 
3.1.3 Fotobiorreatores ........................................................................................................ 35 
3.1.4 Experimentação .......................................................................................................... 37 
3.1.5 Análise da composição da biomassa de algas no meio quimicamente definido ........ 37 
3.1.6 Análise de dados......................................................................................................... 38 
3.2       Resultados e discussão .............................................................................................. 39 
3.2.1 Crescimento celular e produtividade de biomassa .................................................... 39 
3.2.2 Alterações no pH durante o crescimento em diferentes meios ................................... 41 
3.2.3 Alterações bioquímicas .............................................................................................. 43 
3.2.4 Alterações no perfil metabólico ................................................................................. 45 
3.2.5 Avaliação de custo e produtividade ........................................................................... 47 
4. Seleção e cultivo de microalgas em efluentes da indústria de óleo de palma para 
remoção de nutrientes e produção de biomassa de algas .......................................... 49 
4.1       Materiais e métodos .................................................................................................. 50 
4.1.1 Cepas de microalgas .................................................................................................. 50 
4.1.2 Efluente da indústria de óleo de palma ...................................................................... 51 
4.1.3 Triagem de microalgas para crescimento em POME ................................................ 52 
4.1.4 Pseudokirchneriella sp. Cultivo de cepacepas LBA # 52 ........................................... 52 
4.1.5 Cultivo de microalgas em fotobiorreatores Flat Plate airlift .................................... 53 
4.1.6 Determinação da composição do POME ................................................................... 53 
4.1.7 Análise da composição bioquímica da biomassa ....................................................... 53 
4.1.8 Análise estatística ....................................................................................................... 54 
    4.2        Resultados e discussão .......................................................................   54 
4.2.1 Triagem de linhagens de microalgas para crescimento em POME ........................... 54 
4.2.2 Crescimento de algas em POME................................................................................ 56 
4.2.3 Efeito do cultivo de algas na composição do POME ................................................. 59 
5. Considerações finais ................................................................................... 71 
6. Conclusão ................................................................................................. 72 










A Biotecnologia e o século XXI 
O século XXI está sendo construído com tecnologias e perspectivas de 
sociedades nunca antes imaginadas. Hoje a globalização é uma realidade e o acesso a 
informação é ilimitado. Neste contexto, algumas áreas terão grande importância na 
construção de uma nova era no mundo, como áreas ligadas a tecnologia da informação, 
nanotecnologia e a biotecnologia.  
Utilizar a biodiversidade para desenvolvimento de produtos para adquirir 
vantagens, sejam elas ligadas à produção de alimentos, energia ou a cuidados com o 
corpo e a mente, foi determinante para a construção da sociedade que hoje conhecemos. 
Registros de mais de dez mil anos indicam que já existia seleção das plantas mais 
produtivas, existiam também, a seleção de animais mais domesticáveis que auxiliaram 
na proteção e no desenvolvimento da sociedade. Assim, a sobrevivência esteve sempre 
ligada à dominação da tecnologia, onde a mistura entre o conhecimento e o uso da 
biodiversidade para o desenvolvimento de processos e produtos, deu origem ao que 
conhecemos hoje por biotecnologia.  
Fazendo uma analogia, é possível imaginar quem eram as pessoas que faziam 
fermentações, extratos de plantas e animais, reações e transformações com todo o tipo 
de substância da natureza, conhecido como um alquimista da biodiversidade, talvez os 
primeiros biotecnologista. Mesmo sendo algo tão presente desde o início da civilização 
humana, o termo “Biotecnologia” só foi citado e amplamente difundido a partir de 
1960, quando a identificação, a tradução e a manipulação da informação genética foi 
descoberta. 
Paul Berg, bioquímico e ex-professor/pesquisador da Universidade de 
Stanford, foi quem deu inicio as tecnologias de DNA recombinante. Foi premiado com 
o prêmio Nobel de química em 1980 por seus estudos fundamentais sobre a bioquímica 
dos ácidos nucleicos, a gênese da tecnologia do DNA recombinante juntamente com 
Walter Gilbert e Frederick Sanger, que tiveram importantes contribuições na 
determinação de sequências de bases em ácidos nucleicos. 
E com os avanços da tecnologia do DNA recombinante surgiram empresas 
voltadas para essa área, conhecidas como Biotech, e com isso o termo começa a se 




da utilização da biotecnologia e biodiversidade no século XXI ainda geram conflitos 
éticos na sociedade.  
Entretanto, o termo biotecnologia foi ganhando notoriedade com o passar dos 
tempos e é cada vez mais presentes nos projetos e nos avanços científicos em todo o 
mundo.  Definido como a utilização da biodiversidade, como organismos vivos e suas 
moléculas, no desenvolvimento de produtos, processos e serviços para o homem e o 
ambiente. Hoje a biotecnologia é uma das principais ferramentas para enfrentar 
problemas ambientais, gerar bens de consumo e produzir biomassa para alimento e 
energia. Analogamente com o crescimento da biotecnologia, a bioeconomia se torna 
cada vez mais relevante em muitos países, apresentando uma nova forma de valorização 
de sua biodiversidade e de seus produtos.  
O século XXI é o século do domínio e do entendimento dos macro e micros 
organismos e de suas moléculas com uma precisão nunca antes imaginadas. Novos 
processos, produtos e organismos serão desenvolvidos, e nesse novo mundo os 
microrganismos serão responsáveis por grande parte dos meios de produção. A 
bioquímica da fotossíntese será mais bem compreendida e com apenas luz, água, ar e 
alguns poucos nutrientes será possível causar uma transformação em nossa forma de 
sobrevivência. Os organismos fotossintetizantes como plantas e algas sempre foram a 
maior fonte de nutrição dos seres humanos e animais, portanto, a evolução, a otimização 
e o profundo entendimento dos processos de captura de carbono para a transformação 
em biomassa é uma tecnologia essencial para a sustentabilidade de muitas cadeias 













É indispensável à busca de sistemas de produções de biomassa que possam 
suprir as diferentes aplicações da sociedade neste século XXI, afinal, o fato é que água, 
oxigênio, alimento e energia serão sempre necessários. Com isso, diferentes sistemas de 
produção de biomassa vegetal já mostraram sua efetividade. No entanto, a produção de 
biomassa de microalgas possui vantagens potenciais como (i) elevada absorção de CO2; 
(ii) crescimento rápido e exponencial comparado a plantas terrestres; (iii) alto teor de 
compostos de interesse, como lipídios, proteínas e carboidratos; (iv) capacidade de 
crescimento em águas salinas, salobras ou contaminadas por resíduos municipais ou 
agroindústriais; (v) necessidade de pouca área em relação às culturas tradicionais como 
milho e cana de açúcar, podendo-se aproveitar terras impróprias para a agricultura 
(Chisti, 2008; Oncel, 2013; Raheem et al., 2018). 
 
1.1. Histórico da produção de biomassa algal 
Pesquisadores em todo o mundo buscam desenvolver método para conseguir 
fazer com que a produção de biomassa algal se torne economicamente viável, afinal, os 
gargalos continuam os mesmos há décadas: Precisamos de cepas mais produtivas, meios 
de cultivo de baixo custo, fotobiorreatores mais eficientes e automatizados e sistemas de 
colheita com menores perdas de biomassa e gasto energético.  
Essa história começa após a segunda guerra mundial, onde a ideia de cultivo de 
microalgas em grande escala, especialmente espécies do gênero Chlorella para a 
utilização como alimento, começa a ser considerada por pesquisadores da Instituição 
Carnegie de Washington nos anos de 1947 e 1948. H. A. Spoehr e Harold W. Milner 
fizeram os estudos preliminares e desde o início conseguiram constatar que microalgas 
realmente tem um grande potencial de crescimento e acúmulo de compostos de 
interesse, pois diferente das plantas superiores, as microalgas seriam muito flexíveis nos 
diferentes acúmulos de carboidratos, proteínas e lipídios e sugere que o próximo passo 
seria o envolvimento com as pesquisas aplicadas e engenharia (Spoehr and Milner, 
1949). 
Em 1948, pesquisadores de Stanford são contratados para realização de um 
estudo sobre os fatores necessários para a concepção de uma planta piloto para a 
produção de biomassa de microalgas, estudo que termina em 1950 sem muitos 




(Borowitzka and Moheimani, 2013). E então, em 1950 a corporação americana de 
pesquisa e desenvolvimento de Massachusetts se interessou pela ideia de produção de 
biomassa através do cultivo de algas e fez uma revisão cuidadosa dos aspectos 
econômicos sobre o assunto com base nas experiências da pesquisa realizada pelos 
pesquisadores de Stanford. Eles concluíram que ainda existiam muitas incertezas se 
realmente o cultivo de microalgas seria viável. Mas naquele momento o trabalho foi 
importante, pois era desejável que encontrassem quais seriam os principais problemas 
que impediriam o cultivo em larga escala de microalgas (Burlew, 1953). 
Mas muitos pesquisadores da época estavam de acordo, que era necessária a 
construção de uma unidade maior para poder entender como seria o real comportamento 
das microalgas e produzir quantidades maiores de microalgas para que o potencial dessa 
nova indústria fosse avaliado. E com esse objetivo a Corporação Carnegie de Nova 
York juntamente com a Arthut D. Little, Inc uma organização  de pesquisa e 
desenvolvimento de consultoria em Cambridge, Massachusetts iniciam os trabalhos 
para a construção da primeira planta piloto de cultivo de Chlorella (Burlew, 1953).   
Em julho de 1953 uma publicação organizada por John S. Burlew entitulada 
“Algal Culture from Laboratory to Pilot Plant” mostrando os principais fundamentos e 
aplicações do cultivo de microalgas que possibilitou então o início de diversos outros 
projeto e colaborações na área e em razão disso tem sido considerado um marco no 
início da produção em larga escala de biomassa algal (Benemann, 2013).  
Com a crise do petróleo em 1970, o governo americano voltou a dar atenção as 
fontes de biocombustíveis renováveis e investiu, entre 1978 e 1996, em um programa de 
pesquisa especialmente para o estudo do potencial das microalgas para produção de 
biocombustíveis. Investimento semelhante foi realizado pelo governo japonês entre 
1990 e 2000. Ambos os programas concluíram que a produção de microalgas é 
tecnicamente viável, porém são necessários aperfeiçoamentos tecnológicos importantes 
para que se atinja a alta produtividade requerida  (Walz et al., 2009). 
O interesse na produção de energia a partir de algas ressurgiu e vultosos 
investimentos foram realizados, nos anos de 2007 a 2009 teve um aumento de cerca de 
400% tanto públicos como privados nos Estados Unidos (Stephens et al., 2010). Estados 
Unidos, China e países europeus são os que lideram as buscas para o aperfeiçoamento 
dos sistemas de cultivo de biomassa e as ferramentas biotecnológicas que é o que deverá 





O avanço da biotecnologia tem uma relação direta com o aumento da produção 
desses microrganismos fotossintetizantes. Em 2010 o Departamento de Energia dos 
Estados Unidos concedeu US$48,6 milhões para pesquisas na área de Biotecnologia de 
Microalgas que foram realizadas por uma aliança nacional (National Alliance for 
Biofuels and Bioproducts – NAABB) que foi constituída por laboratórios nacionais, 
universidades e indústrias de todo os Estados Unidos com o objetivo de avançar na 
domesticação das microalgas e assim estimular novos investimentos e projetos criando 
um novo setor econômico e gerando novos empregos (Richardson and Johnson, 2015). 
A indústria de microalgas tem potencial para possibilitar a produção de uma 
biomassa algal em larga escala em várias regiões do mundo. Vivemos uma época onde 
ainda existem conflitos por energia e alimento e a existência de terras que não podem 
ser aproveitadas para agricultura convencional. Assim, o avanço dessa biomassa de alta 
tecnologia, automatizada e com possibilidade de produção vertical, pode dar a 
possibilidade de que diversos países possam a vir a se tornar autossuficientes em 
produção de um alimento rico em proteínas e óleos essências e uma fonte energética 
limpa e renovável, podendo assim garantir maior sustentabilidade urbana (Stephens et 
al., 2010; Elrayies, 2018; Ling and Chiang, 2018). 
Em todos os países, a geração de energia é algo crucial, e existe uma grande 
dependência de combustíveis fosseis em todo o mundo. Deste modo, a prospecção de 
novas soluções no mercado de bioenergia é algo desejável. Diversas são as 
possibilidades, mas no século XXI, as biomassas que irão se destacar serão derivadas de 
organismos fotossintetizantes, com capacidade de modificação genética e com 
diferentes aplicações biotecnológicas (Wijffels and Barbosa, 2010; Moody et al., 2014; 
Pires, 2017). 
Em virtude disso, as microalgas se tornam uma alternativa para melhorar o 
ambiente em que vivemos, começando pela geração de energia, que possibilitará a 
produção de mais biomassa para alimentos e diferentes aplicações, desde tratamento de 
resíduos ao desenvolvimento de novas moléculas e estruturas. E por isso, para a 
viabilização da produção de biomassa de microalgas é crucial ter um profundo 
entendimento sobre o organismo, os insumos necessários para seu crescimento, o 
sistema produtivo, os produtos gerados e seu desenvolvimento sustentável. E neste 
contexto, esta introdução visa apresentar o que são as microalgas, seus processos 





O termo Alga foi proposto originalmente por Carolus Linnaeus em seu livro 
Species Plantarum publicado em 1753, hoje considerada uma nomenclatura popular 
sem significado taxonômico que é utilizado para descrever uma grande variedade de 
organismos (Bicudo e Menezes, 2017). Estimativas dizem que o número de algas vivas 
variam de 30.000 a mais de 1 milhão de espécies, que inclui 15 filos e 54 classes que se 
alteram com o tempo (Guiry, 2012). E atualmente existem mais de 150.000 de algas 
cadastradas em um banco de dados global de algas (AlgaeBase, 2019). 
As algas apresentam uma grande diversidade gênica, fisiológica, morfológica, 
de formas de reprodução, históricos de vida e ambiente que vivem, compartilham o 
mesmo ancestral das plantas terrestres, e por esta razão é frequentemente utilizado para 
estudos que buscam entendimento evolutivo e de funcionamento dos organismos 
fotossintetizantes, que geram informações relevantes para diferentes campos da ciência 
(Bicudo e Menezes, 2017; Brodie et al., 2017). 
A busca pelo entendimento da origem evolutiva dos eucariotos fotossintéticos é 
algo constante, pela razão de ter sido um evento importante na história da vida no 
planeta e consequentemente possuí relação direta com os organismos terrestres (Kenrick 
and Crane, 1997). Entretanto, devido a sua grande plasticidade gênica e capacidade de 
transferência horizontal dos genes, ainda existem diversos organismos que ainda não 
foram descritos e muitos genes com funções desconhecidas nas microalgas (Brodie et 
al., 2017). 
Na organização mais moderna as algas verdes, as plantas terrestres e as 
carófitas são organizadas em uma linhagem geral denominada Viridiplantae, o principal 
grupos de eucariontes fotossintéticos, onde as hipóteses atuais dividem em dois clados, 
um denominado Chlorophyta que inclui principalmente as algas unicelulares e outro 
Streptophyta que inclui as algas verdes carófitas e as plantas terrestres. Divisões que 
ainda hoje são questionados por ainda existirem muitas questões que persistem, 
incluindo as ordens de ramificação das linhagens prasinófitas as relações entre os 
principais clados de Chlorophyta (Chlorodendrophyceae, Ulvophyceae, 
Trebouxiophyceae e Chlorophyceae) e entre o clado Streptophyta (Leliaert et al., 2012). 
A hipótese atual da divergência filogenética das algas verdes divididas em Chlorophyta 





















Figura 1 Visão geral filogenia da linhagem verde e disseminação de genes verdes em outros 
eucariotos adaptada de Leliaert et al. ( 2012). 
Além disso, mesmo com o aprimoramento de diferentes técnicas taxonômicas, 
ainda não existe unanimidade entre os cientistas a respeito de determinados conceitos e 
pontos de vistas relacionado as algas (Bicudo e Menezes, 2017), e com isso, se opta por 
abordagens mais atuais que consistem em combinar técnicas clássicas e modernas, 
como morfologia, estudos de ciclos de vida com composição e marcadores bioquímicos 
complementados por análise filogenética (Champenois et al., 2015).  
Como por exemplo, a espécie amplamente conhecida como Chlorella encontra 
dificuldade em sua caracterização e são apresentadas dispersas em duas classes de 
Chlorophyta: a Trebouxiophyceae e a Chlorophyceae. É possível observar na árvore 
filogenética proposta por Champenois e colaboradores (2015), a Trebouxiophyceae 
incluiu a espécie tipo Chlorella vulgaris (Beyerinck, 1890), Chlorella minutissima Fott 
e Nováková, Chlorella sorokiniana (Shihira e Krauss, 1965), Chlorella ellipsoidea 
Gerneck, Chlorella mirabilis Andreyeva, Chlorella saccharophila (Krüger) Migula, e C 






Figura 2 Sistemática de Chlorella mostrando evolução independente em duas linhagens 
diferentes: as Trebouxiophyceae e as Chlorophyceae  adaptada de Champenois et al. (2015). 
 
1.3.Fotossíntese 
A fotossíntese é a principal reação química na bioesfera, consistindo no 
processo de transformação de energia luminosa, água e dióxido de carbono (carbono 
inorgânico) em dois produtos indispensáveis para a sobrevivência humana que são os 
açúcares (carbono orgânico), que é utilizada para produção de energia e alimento, e o 
oxigênio, molécula essencial para a respiração de todos os seres humanos (Calvin e 
Massini, 1952; Taiz e Zeiger, 2004; Govindjee et al., 2005). Assim, a compreensão da 
origem e evolução da fotossíntese é de interesse, pois pode ajudar a explicar 
ineficiências no processo e apontar os caminhos alternativos para melhorar vários 
aspectos da agricultura e aplicações de energia. E por esse fato o estudo que visa o 
aumento da produção de biomassa de formas alternativas e sustentáveis deve ser 
incentivado. 
O crescimento da biomassa algal está relacionado com a eficiência na 
assimilação do carbono pela fotossíntese. A eficiência fotossintética é um dos 
parâmetros para quantificar a relação entre a concentração de dióxido de carbono, com a 
intensidade luminosa e o ganho de biomassa (Papageorgiou e Govindjee, 2014). Zhu e 
colaboradores (2008) apresentam a eficiência de 4,6% para a fotossíntese em plantas C3 
a 30 ºC com 380 ppm de CO2 atmosférico e 6% para a eficiência em plantas C4. 
Desde a introdução dos estudos descrevendo a fotossíntese com Warburg, que 
foi agraciado com o Nobel em 1931, e os estudos de Melvin Calvin em 1961 pela 













organismos para estudos da fotossíntese (Burlew, 1953; Raines, 2003). O gênero 
Chlorella é formado por organismos que contem pelo menos um plastídio podendo ser 
autotrófico ou heterotrófico facultativo e tendo como pigmentos principais as clorofilas 
a e b e os carotenoides que auxiliam na proteção contra foto oxidação e auxilio na 
dispersão de excesso energia (John et al., 2002; Wehr et al., 2015).  
Encontrar a maior taxa fotossintética foi a missão de Warburg (Grobbelaar, 
2010), onde a maior eficiência fotossintética reportada pelo celebre pesquisador foi de 
46.8%, onde outros autores contestam dizendo que o máximo seria 12–13% baseando-
se no total de incidência solar. Com produtividade sendo expressa em biomassa seca 




 (Weyer et al., 2010) e a 





 (Laurens, 2017). E nesta busca, a Chlorella é uma das principais candidatas para 
a produção de biomassa de microalgas em larga escala, levando em conta sua alta 
produtividade, alto teor lipídico, resistência a condições alta intensidade luminosa e 
condições não naturais de um fotobiorreator (Cazzaniga et al., 2014).  
Á relação de energia luminosa e a formação de biomassa, foi descrito como 8 
fótons ou 0,125 mol de carbono por 1 quanta de energia luminosa (Grobbelaar, 2013). 





 de biomassa, que pode variar dependendo das condições ambientais de temperatura, 
umidade e pressão (Grobbelaar, 2010). 
A fotossíntese pode ser dividida em duas etapas. A primeira reação ocorre com 
a fotólise da água pelo fotossistema II liberando oxigênio e prótons energéticos, o 
transporte linear de elétrons entre H2O e NADP
+
 resulta na produção de NADPH e O2 e 
síntese de ATP através de fotofosforilacao que serão utilizados na segunda etapa de 
fixação de carbono pelo Ciclo de Calvin (Figura 3). A energia solar capturada pelos 
sistemas de antenas de proteína de pigmento é transferida como energia de excitação 
para os centros de reação fotossintética, fotossistema I (PSI) e fotossistema II (PSII) nas 
membranas tilacóides e então a energia solar gera um gradiente de prótons 
transmembranar estabelecido através da membrana, impulsionando a formação de ATP. 
O NADPH, o transportador de elétrons, é formado no PSI usando um elétron derivado, 












Figura 3 Conversão fotossintética de energia solar para a produção de biodiesel. Os lipídios na 
forma de triacilglicerídeos (TAGs) são os precursores do biodiesel. A eficiência deste processo 
é, portanto, determinada pela conversão de energia solar em lipídios. Para melhorar a eficiência 
da conversão de energia solar, os estágios indicados pelas setas amarelas precisam ser 
maximizados e os termos de perda indicados pelas setas roxas precisam ser minimizados 
adaptado de Stephenson et al. (2011). 
 
Na segunda etapa da fotossíntese, os ATP e NAPDH produzidos são usados 
nas reações independentes da luz da fotossíntese para fixar o CO2 no carboidrato; uma 
reação catalisada pela ribulose-1,5-bisfosfato carboxilase oxigenase (RUBISCO) 
formando composto de três carbonos, o 3-ácido fosfoglicérico (3-PGA) (Taiz e Zeiger, 
2004; Stephenson et al., 2011). O carboidrato fixado é então usado para todas as 
funções celulares, incluindo respiração, geração de biomassa e síntese lipídica, enquanto 
outras devem ser recicladas para regenerar uma nova molécula receptora de cinco 























Figura 4 O ciclo de Calvin, mostrando os intermediários do primeiro composto estável de 
carbono, 3-PGA, à molécula aceitadora de dióxido de cabon, ribulose-1,5-bifosfato e os pontos 
de saída formam o ciclo nas vias de sacarose, amido e isoprenoides e ácido chiquímico. As 
reações catalisadas pelas enzimas cujos níveis foram manipulados em plantas transgênicas são 
mostradas em cinza. O local de função das enzimas (1) 3-fosfoglicerato-quinase (2) triose 
fosfato isomerase (3) ribose-5-fosfato isomerase e (4) ribulose-5-fosfato epimerase também é 
indicado adaptada de Raines (2003). 
E neste contexto, a otimização da fotossíntese das microalgas está relacionada 
com produção de biomassa. Levando em conta mais de 1000 isolados, e avaliando a 
produtividade de biomassa e de compostos de interesse em condição de laboratório, a 
Aliança Nacional de Biocombustíveis e Bioprodutos dos Estados Unidos da America 
indica a Chlorella sorokiniana como a principal candidata para produção e aplicações 
biotecnológicas  (Olivares, 2014). Após definido a microalga candidata biorrefinaria 
algas, é possível definir outras questões como o sistema de produção, e controle dos 
parâmetros de CO2, temperatura, homogeneidade, uso eficiente da luz  e o acúmulo de 
compostos de interesse, gerados pela assimilação conjunta do carbono pela fotossíntese 












Os estudos com microalgas crescem a medida que suas aplicações 
biotecnológicas se tornam variadas (Borowitzka, 2013; Chew et al., 2017; Odjadjare et 
al., 2017). Os microrganismos são explorados em diferentes bioprocessos existentes, 
sendo que as bactérias, fungos e leveduras sempre foram os principais organismos 
ligados a biotecnologia, e fazem parte da produção de alimentos, energia, de diferentes 
compostos para as indústrias e tratamentos de resíduos (Lima, U.A.; Aquarone, E.; 
Borzani, W.; Schmidell, 2001). Superar os desafios para a viabilização da indústria algal 
tem relação direta com o uso eficiente dos nutrientes e a otimização da fotossíntese 
(Stephenson et al., 2011; Leu e Lin, 2013).  
O entendimento de como os nutrientes são bioconvertidos em biomassa e em 
diferentes compostos é a chave para viabilizar diferentes bioprocessos. O meio de 
cultura é um fator determinante para a geração de bioprodutos (Ribeiro et al., 2020), 
uma formulação de nutrientes simples que possui uma relação complexa entre os 
diferentes fatores que envolvem substrato, bioquímica, genética e ambiente. Na tabela 1 
podem-se observar alguns dos principais nutrientes, sua função na célula, o resultado de 

































Suprir C para toda a 
célula, formação de 
carboidratos e ácidos 
graxos, reserva 
energética 
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K, Ca, Na, 
Mg 
Manter estrutura e 
atividade da celular, 
clorofila, osmólito. 





Fe, Zn, Mn, 
Pb, Cd 
Agir como cofator de 
enzimas 
  0,01-10 mg L
-1
 
Vitaminas B, C, E 
Auxiliar na divisão 
celular 
  0,01-1000 μg L
-1
 











1.5. Estudos sobre os meios de cultivo de microalgas 
 
Os estudos de composição da formulação do meio têm como objetivo a 
redução dos custos ou o acúmulo de algum bicomposto de interesse na biomassa algal. 
A variação da formulação para redução de custos é uma estratégia que pode ser 
desenvolvida de várias formas. Além da limitação dos nutrientes, podem ser utilizados 
macronutrientes de menor custo, como por exemplo, substituir o nitrato por ureia, o 
fosfato de potássio por uma mistura de fosfato de monoamônio (MAP) e o citrato de 
ferro por cloreto de ferro (Marrone et al., 2017; Ribeiro et al., 2020). 
Estudos mostraram que a privação de nitrogênio resulta em várias alterações 
fisiológicas, como a redução da taxa de fotossintética. Com a limitação ocorre o 
aumento da capacidade de assimilação do nitrogênio orgânico que compete com a 
fixação do carbono e com assimilação inorgânica de nitrogênio para elétrons 
fotogerados (Hipkin et al., 1983). No entanto, mesmo com a deficiência no crescimento, 
existe a alteração da composição química que pode usar as reservas de carboidratos e 
proteínas para acumulo de lipídios (Negi et al., 2016; Laurens, 2017). Na Figura 5 é 










Figura 5 Visão geral da morfologia celular durante o rearranjo da composição bioquímica; 
alterações no conteúdo de proteínas e carboidratos à medida que o conteúdo lipídico celular das 
células aumenta. Células de Scenedesmus acutus (AB), Chlorella vulgaris (CD) e Desmodesmus 
armatus (EF) em condições de repleta de nutrientes e depleção de nutrientes, respectivamente, 
juntamente com alterações bioquímicas de composição em Scenedesmus acutus (G) e Chlorella 
vulgaris (H) em relação a proteínas, lipídios e conteúdo de carboidratos quando as células são 
mantidas por até 15 dias em meio de esgotamento de nutrientes adaptado de Laurens (2017). 
 
A combinação da limitação de nitrogênio e adição abundante de fósforo tem 
sido uma estratégia eficaz para alterar a composição de ácidos graxos em cultivo 
heterotrófico. O suprimento de fósforo excessivamente abundante pode reverter a baixa 
produtividade de biomassa e manter um alto conteúdo lipídico, resultante do estresse de 
limitação de nitrogênio (Fu et al., 2017). Em adição, alguns trabalhos também mostram 
que a limitação de fósforo não afeta negativamente a produtividade e nem os pigmentos 
de Chlorella sp. e Isochrysis galbana evidenciando baixa necessidade deste nutriente 
(Liang et al., 2013; Roopnarain et al., 2014). 
Em estudo com concentrações de ureia e FeNa-EDTA, mostrou que 
suplementação desses nutrientes ocasiona acumulo de amido nas células de Chlorella 
(Dragone et al., 2011). Além do “stress” de nitrogênio, foi observada a promoção do 
acúmulo de lipídios em condições de limitação de sulfato e consequentemente, resulta 
na escassez de metabólitos de sulfato, como a L-cisteína, e que a suplementação de 




a otimização no uso de micronutrientes deve ser uma consideração importante, pois 
podem resultar em melhorias significativas na produtividade de biomassa, lipídios e 
carboidratos (Hanifzadeh et al., 2018). 
Ademais, devido as compreensões pelos usos dos nutrientes, vários 
pesquisadores indicam a produção de biomassa algal, tanto em meio quimicamente 
definido ou não, que o sistema de cultivo seja dividido em diferentes etapas, sendo 
principalmente uma primeira fase de crescimento exponencial e produção de biomassa e 
uma segunda etapa um direcionamento bioquímico para acumulo de composto de 
interesse como óleo, amido ou pigmentos (Dragone et al., 2011; Fan et al., 2014; Hariz 
et al., 2019). 
Por outro lado, a utilização de efluentes para a produção de microalgas tem 
beneficio econômico, pois se trata de um substrato de baixíssimo valor, ao mesmo 
tempo em que gera beneficio ambiental por reduzir a carga toxica dos efluentes 
(NAABB, 2014). Entretanto, caso seja necessária a diluição de águas residuais ou o 
enriquecimento do efluente com nutrientes pode aumentar os custos do uso dos 
efluentes para produção de biomassa algal (Gupta et al., 2019).  
No cultivo de microalgas, existem diferentes formulações de nutrientes 
descritos na literatura, com diferentes variações e concentrações. Entretanto, o primeiro 
passo é a escolha de um substrato para a produção de biomassa algal é se será um meio 
quimicamente definido como BBM, BG11 ou fertilizantes, ou se será quimicamente 
indefinido como efluentes urbanos ou efluentes agroindústriais como, por exemplo, 
vinhaça e efluente da indústria de óleo de palma (POME). A comparação desses dois 















Tabela 2 Comparação entre meio com nutrientes quimicamente definidos e indefinidos. 
  Nutrientes 
Característica 
Definido (BBM, BG11 
ou Fertilizantes) 
Indefinido (Efluentes, 
Vinhaça ou POME) 
Pureza da Biomassa Alta Baixa 
Custo para obtenção Alto Baixo 
Custo de Transporte Baixo Alto 
Uso de água potável Alta Baixo 
Previsibilidade de Produção Alta Baixa 
Contaminação Baixa Alta 
Inibição Baixa Alta 
Impacto ambiental positivo Baixa Alta 
Produtividade de biomassa Alta Alta 
Fonte: (Brennan e Owende, 2010; Park et al., 2011) 
1.6. Sistema de produção de microalgas 
O sistema de produção de biomassa de microalgas, além da cepa da microalga, 
da luz, da água e dos nutrientes, utiliza reatores biológicos ou como também conhecidos 
pela influência da luz, fotobiorreatores. O fotobiorreator escolhido para o sistema 
produtivo é determinante para toda a construção da estrutura de uma biorrefinaria algal. 
Existem diferentes tipos de fotobiorreatores (open pounds, flat plate ou tubular), tipos 
de materiais usados (lona, acrílico, vidro, metal) e tipo de operação (batelada, batelada 
alimentada e sistema contínuo). Entretanto, no sistema de produção de biomassa de 
microalgas a escolha entre sistemas fechados, como, por exemplo, Flat Plate, tubular ou 
em sistemas abertos, como, por exemplo,  open pounds e raceway, é determinante para 
viabilidade de todo sistema. Na Tabela 3 é apresentado as principais vantagens e 














Tabela 3 Principais sistemas de produção de microalgas e suas vantagens e 
desvantagens. 










- Relativamente baixos 
investimentos e custo de operação 
- Fácil de limpar e manter 
- Baixo custo de operação 
- Fácil de escalonamento 
-Tecnologia comprovada em escala 
relativamente grande 
- Baixa produtividade de biomassa 
- Requer área relativamente grande 
- Pobre de mistura, luz e utilização 
de CO2 
- Baixo grau de controle 
- Perdas de água elevadas 
- Elevada dependência do tempo 
(temperatura, chuva, etc.) 
- As culturas são facilmente 
contaminadas 
- Baixa eficiência de recuperação 
da biomassa 





fechados (Tubular, Flat 
Plate, Coluna de bolhas 
e agitação mecânica) 
- Boa absorção de luminosidade 
- Alta produtividade de biomassa 
- Baixo risco de contaminação 
- Boa homogeneização 
- Controle do processo 
- Possibilidade de construção de 
estruturas horizontais 
- Baixa perda de água 
- Melhor uso de CO2 e O2 
- Melhor controle dos parâmetros 
como concentração de CO2, 
temperatura e homogeneidade. 
  
  
- Alto custo de instalação 
- Alto custo energético 
- Difícil escalonamento 
- Estresse hidrodinâmico 
- Alto custo de operação 








Dentre os dois tipos apresentados, o sistema fechado é o indicado para estudos 
laboratoriais e em escala piloto em razão ao melhor controle dos parâmetros e pelo 
menor risco de contaminação comparada aos cultivos em sistemas abertos. Além disso, 
é possível proteger o meio ambiente em cultivos com uso de organismos geneticamente 
modificados (OGM).  
Por fim, é essencial considerar a possibilidade da automatização dos sistemas 
de produção de biomassa, que poderiam funcionar em sistemas interconectados online. 
E os resultados desses procedimentos podem ser usados para construir e operar grandes 
biorrefinarias autônomas. Com o objetivo de instalações que possam interagir e gerar 






















Desenvolver formulação de meio de cultivo quimicamente definido utilizando 
a microalga Chlorella sorokiniana cepa Embrapa#LBA39 e selecionar e avaliar o 
crescimento de microalgas verdes (Chlorophyta) em meio de cultivo quimicamente 
indefinido, o efluente da indústria do óleo de palma (POME). 
2.1 Objetivos Específicos 
1. Avaliar a formulação de meio de cultivo quimicamente definido buscando a 
substituição de nutrientes por fertilizantes para a o cultivo da microalga Chlorella 
sorokiniana cepa Embrapa#LBA39 visando um meio padrão de baixo custo 
cultivada em fotobiorreator tubular automatizado airlift. 
2. Caracterizar a biomassa da microalga Chlorella sorokiniana cepa Embrapa#LBA39 
obtida a partir do cultivo no meio definido e estimar a produtividade dos 
biocompostos.  
3. Estimar o custo de produção de biomassa da microalga Chlorella sorokiniana cepa 
Embrapa#LBA39 obtida a partir do cultivo no meio definido 
4. Selecionar dentre 18 cepas de microalgas verdes (Chlorophyta), aquela que apresenta 
maior taxa de crescimento em POME e realizar cultivo em escala piloto com 
fotobiorreator Flat Plate airlift 
5. Caracterizar a biomassa cepa algal selecionada para cultivo em POME e estimar a 
produtividade dos biocompostos.  
6. Avaliar a eficiência da remoção de nutrientes e a capacidade de biorremediação do 











3. Uma abordagem de baixo custo para a produção de Chlorella sorokiniana 
através do uso combinado de fertilizantes à base de ureia, amônia e nitrato*. 
*Artigo publicado como, Ribeiro DM, Fernando L, Cunha G, Costa L, Jungmann L, Christopher T, 
Williams R, Alves S, Brasil F (2020) A low-cost approach for Chlorella sorokiniana production 
through combined use of urea , ammonia and nitrate based fertilizers. Bioresour Technol Reports 9. 
 
A produção de biomassa representa uma alternativa importante para o 
suprimento de matéria-prima para processos indústriais no contexto da mitigação de 
emissões de carbono. A biomassa de algas, em particular, se destaca por suas 
características biológicas e aplicações biotecnológicas. O termo algas é usado para 
descrever um conjunto diversificado de organismos fotossintéticos contendo espécies 
unicelulares e multicelulares com uma enorme diversidade de características 
morfológicas e fisiológicas (Bicudo e Menezes, 2017).  
As algas pertencentes ao gênero Chlorella são organismos fotossintéticos 
eucarióticos, unicelulares e de vida livre, com diâmetro variando de 1 a 20 µm que 
podem ser esféricos ou elipsoides (Bicudo e Menezes, 2017). São organismos 
cosmopolitas, encontrados em ambientes marinhos e de água doce, no solo e no ar, e 
também podem colonizar vários filos de invertebrados, como Protozoários, Porifera, 
Platyhelminthes, Coelenterata, esponjas ou ascomicetos no líquen (Wehr et al., 2015). 
Entre as várias espécies relatadas para o gênero, Chlorella sorokiniana, 
descrita como uma "cepa de Chlorella de alta temperatura" foi indicada como uma 
espécie promissora para processos e aplicações de biotecnologia pela Aliança Nacional 
para Biocombustíveis e Bioprodutos Avançados  (NAABB, 2014). Vários estudos 
demonstraram que essa espécie possui uma capacidade robusta de produzir biomassa, 
proteínas, açúcares e altos rendimentos de óleo sob uma variedade de condições e 
também pode ser manipulada geneticamente (NAABB, 2014). Além disso, a Chlorella 
sorokiniana pode se aclimatar a condições artificiais, incluindo aquelas que envolvem o 
uso de fontes de luz LED e automatização da aeração, temperatura e controle de pH 
(Cazzaniga et al., 2014). 
Um progresso considerável foi feito na demonstração do potencial de produção 
em larga escala de biomassa de microalgas, mas ainda existem vários desafios para 
torná-la economicamente viável. A seleção de cepas mais produtivas, o 
desenvolvimento de meios de cultura de baixo custo e fotobiorreatores mais eficientes, 
bem como melhorias na eficiência do uso de nutrientes e na otimização da taxa 
fotossintética representam alguns desses desafios. Efluentes ou resíduos agroindústriais 




No entanto, variações no conteúdo de macro e micronutrientes, contaminação por 
metais pesados, bem como a presença de concorrentes e patógenos podem causar 
produtividade instável ou baixa (Christenson e Sims, 2011). 
Nesse contexto, o desenvolvimento de meios de cultura sintéticos à base de 
fertilizantes representa uma alternativa atraente para diminuir o custo de produção de 
biomassa de algas. No entanto, embora vários estudos tenham demonstrado a 
viabilidade dessa abordagem, esses meios são tipicamente restritos ao uso de 
fertilizantes de nitrogênio, fósforo e potássio (NPK). Além disso, até onde sabemos, 
nenhum estudo anterior usando fertilizantes para a produção de algas discute a 
estratégia bioquímica de combinar três fontes diferentes de nitrogênio (ureia, amônia e 
nitrato), abordando possíveis alterações no metabolismo das algas e na composição da 
biomassa. 
O nitrogênio é o macronutriente mais importante para a cultura de microalgas 
devido à sua necessidade de síntese de proteínas, pigmentos e ácidos nucléicos. A 
quantidade e a fonte molecular de nitrogênio (nitrato, amônio ou ureia) utilizadas 
podem ser manipuladas para otimizar e redirecionar a produção de biomassa e 
compostos de interesse. Em particular, estratégias que envolvem limitação de nitrogênio 
geralmente afetam negativamente a maquinaria fotossintética, resultando em clorose e 
impacto no crescimento de microalgas, e o suprimento adequado desse macronutriente, 
por outro lado, tende a resultar em aumento da produção de biomassa e compostos de 
interesse (Li et al., 2016). 
Em muitos meios de cultura quimicamente definidos, os sais de nitrato, 
particularmente o nitrato de sódio, são tipicamente a única ou principal fonte de 
nitrogênio, como no caso do meio BG11, que é frequentemente usado em pesquisas 
com a Chlorella. A absorção de nitrato é realizada por um transportador específico e, 
em seguida, reduzida a nitrito pelo nitrato redutase. O nitrito é transportado para os 
cloroplastos e reduzido a amônio pelo nitrito redutase, que por sua vez é incorporada 
aos aminoácidos pelo ciclo GS-GOGAT  (Caspi et al., 2016). 
As algas também podem usar amônio no meio como fonte de nitrogênio que é 
transportado para a célula pelo gradiente de prótons transmembranar (Gutierrez et al., 
2016). O uso de amônio como única fonte de nitrogênio nos meios de cultura pode 
resultar em toxicidade, no entanto, isso pode ser mitigado usando cepas com alta 




de nitrogênio nas águas residuais, e o controle de sua toxicidade representa um grande 
desafio no tratamento de águas residuais (Yu et al., 2019). 
A ureia também foi relatada como uma fonte promissora de nitrogênio para a 
cultura de microalgas. A ureia é uma fonte de nitrogênio disponível comercialmente 
usada na agricultura para o cultivo de culturas devido à sua disponibilidade e 
acessibilidade universal (Arumugam et al., 2013). Além disso, a molécula de ureia 
contém uma porcentagem mais alta de nitrogênio do que outras fontes, pode ser obtida a 
baixo custo e tem se mostrado eficiente na nutrição de plantas. Durante o seu 
metabolismo por microalgas, a ureia é transportada para a célula pelo transportador 
DUR3 (Pinton et al., 2016) e hidrolisada por duas enzimas, a ureia carboxilase e a 
alofanato hidrolase, liberando duas moléculas de amônio (NH4
+
) e uma molécula de 





et al., 2016).  
O uso de fontes separadas de nitrogênio já foi estudado anteriormente e 
misturas como ureia e nitrato ou amônio e nitrato também foram testadas (Lin e Lin, 
2011; Soares et al., 2018). No entanto, um estudo detalhado do cultivo de Chlorella em 
uma mistura das três fontes de nitrogênio ainda não foi realizada. Melhorar nossa 
compreensão da eficiência do uso de nitrogênio é um grande desafio e o estudo das 
interações recíprocas entre ureia, amônia e nitrato pode fornecer uma base para entender 
o uso de fontes de N e otimizar sua assimilação (Pinton et al., 2016) e, 
consequentemente, influenciar a assimilação de carbono (Lu et al., 2018).  
Neste artigo, relatamos o desenvolvimento de um meio de cultura sintético de 
baixo custo baseado em fertilizantes comerciais, usando uma combinação de três fontes 
de nitrogênio (ureia, amônia e nitrato) denominadas “Blue Green Nitrogen Mix” 
(BGNIM). A hipótese foi de que a ativação de diferentes vias de assimilação de 
nitrogênio levaria a alteração na produção de compostos contendo nitrogênio. O 
desempenho do cultivo de algas e as características deste meio foram estudados usando 
uma análise detalhada do crescimento em fotobiorreatores automatizados e composição 
química da biomassa. Os resultados obtidos usando BGNIM foram comparados com os 
obtidos com o meio padrão BG11, bem como com uma versão modificada do BG11, 
onde a fonte original de nitrogênio foi substituída pela ureia (BGU). Finalmente, é 






3.1.Materiais e Métodos 
3.1.1 Cepa de microalgas 
A microalga Chlorella sorokiniana LBA # 39 (acesso GenBank - 
KM061456.1) (Figura 6), uma cepa tropical isolada do Cerrado brasileiro e identificada 
por Hadi et al. (2016), foi utilizado para um estudo comparativo de diferentes meios. 
Essa cepa foi depositada na Coleção de Microrganismos e Microalgas para Agroenergia 
e Biorrefinarias da Empresa Brasileira de Pesquisa Agropecuária - Embrapa (Brasília-
DF) e preservada através dos protocolos descritos por Fernandes et al., (2019). As 
culturas foram armazenadas em meio BG11 líquido e mantidas em câmara de 
crescimento sob temperatura constante de 25 ºC, com fotoperíodo de 12h / 12h. 
 
 
Figura 6 Microscopia da microalga Chlorella sorokiniana LBA # 39 da coleção de 
microrganismos da Embrapa Agroenergia. Coletado na Chapada Imperial, Brasília/DF. 
3.1.2 Meio de cultura 
Foram utilizadas três formulações de meio de cultura para o crescimento de 
Chlorella sorokiniana (Tabela 4), como segue: i) Blue Green 11 (BG11) como meio 
padrão descrito por Stanier et al., (1971), ii) um meio semelhante ao BG11 em que a 
fonte de nitrogênio (nitrato de sódio) foi substituído pela quantidade equivalente de 
nitrogênio na forma de ureia, a seguir denominada "Blue Green Urea" (BGU) e iii) um 
meio semelhante à formulação BG11 baseada em um fertilizante comercial para plantas 
com uma combinação de três fontes de nitrogênio (ureia, amônia e nitrato), respeitando 
a composição elementar de N, P, K, Mg e Ca encontrada no BG11 (Tabela 4a) - a seguir 
denominada “Blue Green Nitrogen Mix” (BGNIM) - composta de 510 mg / L de ureia, 
35 mg / L de fosfato monoamônico, 75 mg / L de sulfato de magnésio hepta-hidratado, 
40 mg / L de nitrato de cálcio e 100 mg / L de mistura de micronutrientes (REXOLIN, 




Tabela 4. A) Composição elementar das formulações testadas B) Nutrientes testados, 
suas concentrações usadas.  
A) 
 Formulação 
  BG 11 BGU BGNIM  
Elementos mg/L mg/L mg/L 
N 247.59 247.62 249.00 
H 6.60 42.17 40.37 
C 6.49 112.49 102.00 
O 946.00 240.12 232.30 
S 9.79 9.79 11.04 
Fe 1.28 1.28 2.66 
Cl 7.12 7.12 - 
K 11.49 11.49 11.60 
Mg 7.40 7.40 7.40 
Na 252.60 5.40 - 
P 9.10 9.10 9.42 
Zn 0.05 0.05 3.38 
Co 0.01 0.01 - 
Cu 0.02 0.02 0.36 
Mn 0.50 0.50 2.48 
Mo 0.15 0.15 0.04 
Ca 9.81 9.81 9.77 
B 0.50 0.50 2.10 
    
B) 
 







Nitrato de Sódio NaNO3 1500 - - 
Ureia CH4N2O - 530 - 
Ureia – Fertilizante CH4N2O - - 510 
Di-hidrogenofosfato de potássio KH2PO4 40 40  
Fosfato Monoamônico (MAP) - Fertilizante NH4H2PO4 - - 35 
Sulfato de magnésio hepta-hidratado MgSO4·7H2O 75 75 - 
Sulfato de Magnésio Hepta-hidratado – 
Fertilizante 
MgSO4·7H2O - - 75 
Cloreto de cálcio di-hidratado CaCl2.2H2O 36 36  
Nitrato de cálcio – fertilizante Ca (NO3)2 - - 40 
Carbonato de Sódio Na2CO3 20 20 - 
Micronutrientes 
    
Ácido etilenodiaminotetraacético dissódico 
desidratado 
EDTA NA2 1 1 - 
Hexa-hidrato de nitrato de cobalto (II) Co(NO3)2.6H2O 0,05 0,05 - 
Molibdato de sódio di-hidratado Na2MoO4·2H2O 0,39 0,39 - 
Ácido bórico H3BO3 2,86 2,86 - 
Sulfato de cobre (III) penta-hidratado CuSO4.5H2O 0,08 0,08 - 
Cloreto de manganês tetra-hidratado MnCl2.4H2O 1,81 1,81 - 
Sulfato de zinco hepta-hidratado ZnSO4.7H2O 0,22 0,22 - 
Citrato férrico verde de amônio C6H8FeNO7 6 6 - 
Ácido Cítrico C6H8O7 6 6 - 





Os experimentos com as três formulações do meio foram realizadas em 
paralelo, usando três fotobiorreatores automatizados em triplicata. Um desenho 
esquemático do aparelho é ilustrado na Figura 7 e os detalhes são descritos a seguir. 
Cada reator consiste em uma garrafa de vidro de boca larga Duran GLS 80 (com 
diâmetro de 101 mm e capacidade de um litro), um agitador magnético, um painel de 
LED, um sensor de luz e uma tampa de rosca. O painel de iluminação é formado por 
uma faixa com 300 LEDs brancos SMD 5050 5000K colados dentro de um tubo de 
PVC de 200 mm de diâmetro, proporcionando uma distribuição de luz muito 





Figura 7 Esquema do fotobiorreator tubular automatizado com airlift. Cada fotobiorreator 
continha um litro de cultura de microalgas em uma garrafa de vidro iluminada por uma tira de 
LED branco neutro (5000 K) conectada a um tubo de PVC. Um sensor de luz conectado a cada 
parede da garrafa fornece a irradiância da luz espalhada pela cultura. Cada tampa contém uma 
sonda de pH e é conectada a uma linha de gás. 
 
O espectro de emissão do painel é ilustrado no painel A da Figura 8. Além de 
servir como fonte de luz para cultivo, o painel também foi usado para medir 
indiretamente a densidade de microalgas através da irradiância da luz dispersa pela 
cultura quando iluminada pelo painel com uma iluminação específica. Essa irradiância 
foi medida através de um sensor TCS34725 ancorado fora da parede do frasco. Este 




de onda: 465 nm azul, 525 nm verde e 615 nm vermelho. Do espectro de absorção de 
Chlorella sorokiniana LBA # 39, foi possível identificar que o verde de 525 nm está 
fora dos picos de absorção dos pigmentos ativos (ver painel A da Fig. 8) e, portanto, 
esse comprimento de onda foi usado para a medição proxy da densidade de microalgas. 
A leitura do sensor nesse comprimento de onda foi então relacionada à densidade das 
microalgas através de uma curva de calibração obtida com a contagem direta de 
microalgas com uma câmara de Neubauer (consulte o painel B da Fig. 8). Anexado à 




Figura 8 (A) Espectro de absorção de Chlorella sorokiniana LBA # 39 (linha sólida), espectro 
de emissão dos LEDs usados para iluminar a cultura (linha tracejada) e comprimento de onda 
usado para monitorar a cinética crescida das culturas (linha vertical a 525 nm). (B) Curva de 
calibração usada nas medições de densidade de algas obtidas com contagem direta de células 
dentro de uma câmara de Neubauer. Símbolos diferentes representam a contagem de células 
obtidas sob diferentes experiências / reatores.  
O ar que circula pela cultura é fornecido por um compressor de ar conectado a 
um reservatório de ar. Um sensor NDIR de dióxido de carbono (CO2) foi colocado 
dentro do reservatório e, via feedback, aciona uma válvula solenoide que conecta o 
reservatório a um cilindro de CO2, para que a concentração de CO2 no interior do 
reservatório possa ser mantida constante. Todo o sistema (painéis de iluminação, 
sensores de luz, sensores de pH, compressor de ar e válvula solenoide) é interconectado 






A dinâmica de crescimento de Chlorella sorokiniana nos três meios foi 
realizada em paralelo nos três reatores, o experimento foi repetido três vezes para obter 
replicas biológicas independentes, todos os quais foram inicialmente inoculados com 
uma concentração inicial semelhante de 2 x 10
5
 células / mL e pH 6,8. Ao longo dos 
experimentos, todos os três meios de cultura foram mantidos em um fotoperíodo de 16h 
/ 8h (com 1500 lux no período de luz), temperatura de 28 ± 1 ° C e elevação do ar com 
2 L / min de ar atmosférico contendo 0,1% (v / v) de CO2 (1000 ppm). A cada 5 
minutos, o sistema registrava a densidade de microalgas e o pH em cada reator. Cada 
experimento foi iniciado com o inóculo adaptado às condições do experimento, foi 
realizado durante 8 dias e em triplicata biológica. Após 8 dias, todo o volume de cada 
fotobiorreator foi centrifugado a 5000 g por 10 min. A biomassa recuperada foi 
submersa em nitrogênio líquido e depois liofilizada, e pesada para calcular a 
produtividade da biomassa de algas. 
 
3.1.5 Análise da composição da biomassa de algas no meio quimicamente definido 
As análises da composição da biomassa de algas foram realizadas utilizando a 
biomassa liofilizada dos triplicados biológicos do experimento. Os pigmentos foram 
extraídos através da incubação de 10 mg de biomassa de algas com 10 mL de acetona, 
contendo 0,1% (v / v) de hidroxitolueno butilado (BHT) durante a noite. As clorofilas a 
e b e o conteúdo total de carotenóides foram determinados de acordo com Lichtenthaler 
e Wellburn (1983). 
Os teores de carbono, nitrogênio e hidrogênio foram medidos a partir de 
amostras de 2 mg de biomassa de algas liofilizadas, usando um analisador elementar 
CHNS / O (PE2400 série II PerkinElmer). O fator de conversão 4,78, específico para 
microalgas, foi utilizado para estimar a abundância de proteínas a partir do teor de 
nitrogênio. 
Os açúcares solúveis foram extraídos com etanol a 80%, a partir de 10 mg da 
amostra de biomassa. O amido remanescente no material insolúvel após a extração foi 
quantificado pelo método enzimático descrito por Amaral et al., (2007). Após a 
remoção dos hidrolisados de amido, foi adicionado 1 mL de ácido sulfúrico concentrado 
às amostras para hidrolisar os açúcares estruturais. Os monossacarídeos (trioses, 
pentoses e hexoses) obtidos em cada etapa foram quantificados complexando o grupo 




metodologia de quantificação espectrofotométrica descrita por Van Wychen e Laurens, 
(2016). A extração e derivatização das amostras para perfil de metabólitos (aminoácidos 
e ácidos orgânicos) foram realizadas pelo método metanol-ribitol (Lisec et al., 2006), 
utilizando 10 mg de biomassa de algas e analisadas por GC / MS. 
Os perfis de ácidos graxos foram determinados de acordo com Van Wychen et 
al., (2013), após tratamento de 10 mg de biomassa para transesterificação com 0,2 mL 
de clorofórmio: metanol (2: 1, v / v) e 0,3 mL de HCl 0,6 M em metanol aquecido a 85 ° 
C em dri-block por 1 hora . Após aquecimento, foi utilizado 1 mL de hexano para 
extrair os ésteres metílicos de ácidos graxos (FAMEs). As FAMEs foram separadas por 
cromatografia em fase gasosa usando um cromatógrafo da Agilent Technologies 
(Agilent Technologies, Califórnia, EUA), acoplado a um detector de ionização de 
chama (FID) e uma coluna capilar de sílica fundida (100 m x 250 μm x 0,2 μm, Supelco 
SP). Os parâmetros operacionais foram definidos da seguinte forma: temperatura do 
detector, temperatura da coluna de 260 ºC, 140 ºC por 5 minutos, programada para 
aumentar 4 ° C / min, até 240 ºC, com um tempo de execução final de 48 minutos. O 
gás de arraste foi Hélio a 1,2 mL • min
-1
, com injeção de 1 mL de amostra. Os tempos 
de retenção dos ácidos graxos foram comparados aos dos ésteres metílicos padrão 
(Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, EUA). Os tempos de retenção e as porcentagens da área 
do pico foram calculados automaticamente pelo ChemStation Software. As 
quantificações de ácidos graxos (FA) foram realizadas utilizando o éster metílico do 
ácido nonadecanoato (Sigma-Aldrich, EUA) como padrão interno. 
3.1.6 Análise de dados 





) foram calculadas usando a equação descrita por Kishi e Toda, (2018) 
com os dados do número de células e biomassa coletada no final do experimento. O 
custo do meio foi calculado como a soma do custo de cada quantidade de reagente 
usada em sua preparação. O custo para a produção de 1 kg de biomassa de algas secas, 
baseado apenas no custo do meio de cultura, foi calculado como o custo de um litro de 
meio dividido pela biomassa obtida neste volume. Os dados de composição da biomassa 
foram submetidos à análise de variância (ANOVA) com 5% de probabilidade, seguida 






3.2 Resultados e discussão 
Os cultivos foram realizados com fotobiorreatores automáticos, em ciclo claro / 
escuro de 16h / 8h a 28 ºC e aeração constante com 0,1% (v / v) de CO2 por 8 dias. A 
Figura 9 mostra a dinâmica de crescimento das culturas de Chlorella sorokiniana LBA 
# 39 nos meios BG11, BGU e BGNIM, conforme monitorado pela densidade de 
microalgas e pelo pH da cultura ao longo do tempo. Ambas as variáveis foram 
registradas a cada 5 minutos. Cada valor na série temporal apresentada na Figura 9 
representa o valor médio das três réplicas biológicas do experimento naquele momento. 
 
Figura 9 Dinâmica de crescimento de Chlorella sorokiniana nas três formulações dos meios de 
cultura. (A) Densidade de microalgas e (B) valor de pH da cultura. 
* Os resultados mostrados são a média dos triplicados biológicos do experimento (n = 3). 
3.2.1 Crescimento celular e produtividade de biomassa 




, em BGNIM e 
BGU, respectivamente (Tabela 6). Esses valores estão abaixo do potencial máximo de 




 (Weyer et al., 
2010), mas acima dos rendimentos de biomassa em larga escala relatados na literatura, 




 (Weyer et al., 2010; Laurens, 2017). Além disso, as 
produtividades observadas neste estudo são comparáveis àquelas obtidas quando as 
águas residuais são usadas como meio de cultivo. De fato, foram relatadas 




 para cepas de C. 
sorokiniana cultivadas em águas residuais de estações de tratamento municipais, 
hidrolisado de bagaço de cana-de-açúcar e outras águas residuais (Park et al., 2011; De 
Lourdes et al., 2017; Manzoor et al., 2019). No entanto, o uso de biomassa produzida 




contaminantes em potencial, reduzindo sua adequação à nutrição humana, animal ou 
vegetal. 
Tomados em conjunto, os resultados apresentados aqui indicam que o 
crescimento de Chlorella sorokiniana LBA # 39 é semelhante nos meios BG11, BGU e 
BGNIM (Tabela 5), indicando que todas essas três formulações fornecem os nutrientes 
necessários para obter uma produtividade equivalente de biomassa (Tabela 6) durante 
oito dias de cultivo. 
 
Tabela 5 Número de células, taxa de crescimento específico e pH em diferentes pontos 
de crescimento celular. 
Meio de cultivo 






0h 75h 192h 
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 6,8 7 7,7 






 6,8 2,8 7,3 
*Os resultados são apresentados como média ± erro de barras, mostrando o desvio padrão das 
experiências em triplicado (n = 3). As médias seguidas pela mesma letra não diferem na ANOVA 

































Tabela 6 Teor de biomassa, rendimento e compostos de interesse acumulados em Chlorella 
sorokiniana cultivados nos diferentes meios. 
Chlorella sorokiniana|LBA#39 BG11 BGU BGNIM 







 48.81  (±1.74)
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Teor de carboidratos Total (%) 
22.41 (±2.70)
a












 11.05  (±0.45)
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* Os resultados são apresentados como média ± erro de barras, mostrando o desvio padrão das 
experiências em triplicado (n = 3). As médias seguidas pela mesma letra não diferem da ANOVA 
unidirecional com teste de Tukey no nível de probabilidade de 5% (p≤0,05). 
3.2.2 Alterações no pH durante o crescimento em diferentes meios 
Os dados ilustrados na Figura 9 mostram diferenças entre a dinâmica de 
crescimento associada às três formulações do meio. Embora as variações nas densidades 
celulares ao longo do tempo sigam padrões semelhantes (Figura 9A). No cultivo com 
meio BGNIM, a fase de lag é mais curta impulsionada pelo fotoperíodo do experimento, 
terminando aproximadamente 24 horas mais cedo do que nos outros dois meios. Além 
disso, enquanto as variações de pH no BG11 e no BGU são aparentemente motivadas 
pelo fotoperíodo como consequência da fotossíntese e da respiração, o final da fase lag 
do cultivo com o meio BGNIM foi associado a uma queda significativa no pH de 7 para 
2,8 nos próximos dois fotoperíodos, antes da recuperação para pH 7 nos dois 
fotoperíodos seguintes. A partir deste ponto, a curva de pH da formulação BGNIM 





O uso de fotobiorreatores automatizados proporcionou medições contínuas e 
precisas da dinâmica de crescimento da cultura. Essa abordagem permitiu a 
identificação de uma característica do meio BGNIM, ou seja, uma forte queda de pH 
(Figura 9B), provavelmente devido à absorção eletrogênica de amônio (Scherholz e 
Curtis, 2013). A acidificação do meio de cultura é causada pela extrusão celular de H
+
, 
como também é conhecido por ocorrer durante a acidificação do solo quando as plantas 
assimilam amônio. De fato, essa variação de pH não é observada em culturas usando 
meio BGU, que não possui fosfato de amônio em sua composição, mas a ureia como 
fonte de nitrogênio (Figura 9B). 
Na presença de diferentes fontes de nitrogênio, Chlorella tende a absorver 
amônio (NH4
+
) primeiro pelo transportador de canal de amônia (NH3) (Amt) liberando o 
H
+
, causando acidificação. Nitratos (NO3
-
) e nitritos (NO2
-
) são absorvidos pelos 
sistemas I e II (Nrt2 / Nar2) ou pelo sistema Transportador de Nitrato de Alta Afinidade 
(HANT), enquanto a ureia (CH4N2O) é absorvida pelo Transportador de Ureia Ativa 
(DUR3) (Figura 10). A principal via de assimilação de nitrogênio é o GS-GOGAT e seu 
principal produto é a glutamina, um componente básico para a síntese de aminoácidos e 
proteínas, como pode ser visto na Figura 10. 
 
Figura 10 Diferentes fontes e sistemas de transporte de nitrogênio. Amt - Transportador de 
canais de amônia, Nrt2 / Nar2 - Sistemas de nitratos e nitritos, HANT - Sistema de 
transportador de nitrogênio de alta afinidade, DUR3 - Transportador ativo de ureia, GS-




Neste estudo, a redução transitória do pH não pareceu afetar o crescimento de 
Chlorella sorokiniana. De fato, o crescimento celular ocorreu no BGNIM durante o 
período de acidificação e a fase log neste meio foi reduzida em comparação ao BG11 e 
BGU, indicando que essa cepa de Chlorella parece ser tolerante a essa condição. Essa 
característica pode ser vantajosa ao considerar a defesa contra predadores que não 
resistem à acidificação, um método descrito para o controle de rotíferos e cladoceranos 
e também pode representar um método para o controle da contaminação ciliada (Ashraf 
et al., 2011). É sabido que as quedas de cultura devido à contaminação por predadores 
representam uma grande ameaça para a produção em larga escala de algas, 
especialmente em lagoas abertas, e devem ser adequadamente gerenciadas (Lammers et 
al., 2017; Ribeiro et al., 2019a). 
3.2.3 Alterações bioquímicas 
Como mostrado nas Tabelas 5 e 6, nenhuma diferença estatística foi observada 
no rendimento de número de células, taxas de crescimento específicas e rendimento de 
biomassa entre os três meios testados. Os rendimentos totais de carboidratos e ácidos 
graxos transesterificáveis também foram semelhantes, independentemente do meio de 
crescimento, enquanto foram observadas diferenças significativas nos teores de 
nitrogênio, hidrogênio, proteínas, açúcares solúveis, clorofila a e b e carotenóide 
(Tabela 6). As algas cultivadas nos meios BGNIM e BGU apresentaram um conteúdo 
ligeiramente mais alto de proteína, açúcar solúvel e carotenóide do que as cultivadas 
com meio BG11 (Tabela 6). Por outro lado, as culturas de BGU apresentaram maior 
acúmulo de clorofila a e clorofila b que BG11 e BGNIM (Tabela 6). Não foi observada 
diferença estatística nos perfis de ácidos graxos de Chlorella sorokiniana cultivados nos 
diferentes meios (Figura 11). O ácido alfa-linolênico poliinsaturado (C18:3n3) foi o 
principal componente, seguido pelo ácido palmítico (C16) e pelo ácido linoleico 














































































Figura 11 Perfil de ésteres metílicos de ácidos graxos (FAMEs) de Chlorella sorokiniana 
crescidos em meios de cultura BG11, BGU e BGNIM. Todos os experimentos foram 
conduzidos em três repetições independentes (n = 3). Os resultados são apresentados como 
médias das réplicas ± as barras de erro mostram o desvio padrão. 
* As médias seguidas pela mesma letra não diferem pelo teste de Tukey no nível de 5% de 
probabilidade. 
 
Amônio e ureia são fontes de nitrogênio que podem ser tóxicas para as 
microalgas, como também podem ser para plantas vasculares. Por outro lado, se 
empregado em concentrações apropriadas, seu uso pode levar ao acúmulo de 
componentes de biomassa de interesse (Ikaran et al., 2015). Aqui, ambos os meios 
contendo ureia (BGU e BGNIM) promoveram o acúmulo de concentrações mais altas 
de proteínas, açúcares solúveis e carotenoides, que são componentes importantes da 
biomassa de algas (Tabela 6). As proteínas são uma das frações mais valiosas da 
biomassa de algas ao considerar o uso como ração animal e alimento humano 
(Odjadjare et al., 2017). 
Enquanto os açúcares solúveis foram maiores no meio BGNIM, os 
carboidratos totais e os ácidos graxos totais não mostraram diferença estatística entre os 
três meios testados. A combinação de diferentes fontes de nitrogênio não afetou 
significativamente o perfil de ácidos graxos após oito dias de crescimento de Chlorella 




lipídico e perfis de ácidos graxos para entender as vias utilizadas pelas microalgas para 
acumular esses compostos de interesse, bem como para avaliar a adequação potencial 
do óleo para a produção de biocombustíveis. Chlorella sorokiniana LBA # 39 
apresentou perfis semelhantes de ácidos graxos nos três meios (Figura 11). O ácido 
poliinsaturado alfa-linolênico (C18:3n3) foi o principal componente do perfil de ácidos 
graxos em todos os meios (Figura 11), como visto em outros relatórios para Chlorella 
sorokiniana cultivada sob diferentes condições de aeração e / ou fonte de carbono 
(Zheng et al., 2017). 
A abundância e a eficiência dos complexos fotossintéticos estão relacionadas à 
disponibilidade de diferentes nutrientes e cofatores minerais que, além dos pigmentos 
(clorofilas e carotenoides), também incluem manganês, cálcio, cloreto, ferro, cobre e 
quinonas. A biomassa de algas produzida usando o meio BGNIM produziu menor teor 
de clorofila do que o BG11 e o BGU, mas um maior teor de carotenóides quando 
comparado ao BG11. É importante ressaltar que os carotenóides estão entre os 
compostos mais valiosos obtidos a partir da biomassa de algas (Borowitzka, 2013). As 
espécies de Chlorella representam um forte candidato à produção comercial de 
carotenóides de algas e, além de seu valor econômico, os carotenoides desempenham 
um papel importante na robustez das microalgas à foto-oxidação (Patias et al., 2017). 
A diminuição das clorofilas e o aumento de carotenoides no meio BGNIM 
podem ser um resultado da foto-oxidação causada por processos de fotorrespiração e 
fotoquímicos que geram espécies reativas de oxigênio (ROS), causando danos ao 
aparelho fotossintético (Srinivasan et al., 2018) e resultantes em uma diminuição na 
fixação de carbono. Um paralelo entre a captação de oxigênio e a captação de nitrogênio 
foi descrito e esse fenômeno pode refletir-se na alteração de pigmentos (Tabela 6) e 
perfil metabólico (Tabela 7) observados na cultura com meio BGNIM. 
 
3.2.4 Alterações no perfil metabólico 
Os perfis metabólicos da biomassa de Chlorella sorokiniana produzidos nos 
meios de cultura BG11, BGU e BGNIM são apresentados na Tabela 7. Foram 
identificados açúcares, aminoácidos e ácidos orgânicos. No cultivo usando meio 
BGNIM, uma abundância maior de metabólitos foi detectada quando comparada ao 
BG11, pois a alanina aumentou 370%, serina 350%, valina 180%, mio-inositol 190%, 




Tabela 7 Metabólitos identificados de Chlorella sorokiniana cultivados em meios de cultura 
BG11, BGU e BGNIM. 
nº Metabólitos BG11 BGU BGNIM 
1 Ácido treônico 1.0 (±0.08)ª 0.7 (±0.24)
b
 0.9 (±0.03)ª 
2 Alanina 1.0 (±0.18)
b
 4.5 (±0.22)ª 4.7 (±0.17)ª 
3 Beta-Alanina 1.0  (±0.04)ª 1.0 (±0.09)ª 1.2 (±0.63)ª 
4 Ácido fumárico 1.0  (±0.02)ª 1.0 (±0.07)ª 0.9 (±0.44)ª 




 3.3 (±0.37)ª 
6 Glicerol-3-fosfato 1.0 (±0.03)ª 0.9 (±0.20)ª 0.8 (±0.25)ª 




 2.9 (±0.01)ª 
8 Lumicromo 1.0 (±0.08)ª 1.2 (±0.07)ª 1.2 (±0.32)ª 




 1.1 (±0.02)ª 




 3.2 (±0.02)ª 









 4.5 (±0.03)ª 
13 Ácido succínico 1.0 (±0.01)ª 1.5 (±0.12)ª 0.9 (±0.08)ª 
14 Treonina 1.0 (±0.01)ª 0.6 (±0.20)ª 0.9 (±0.38)ª 




 2.8 (±0.39)ª 
* Os resultados são apresentados como média ± erro de barras, mostrando o desvio padrão das 
experiências em triplicado (n = 3). As médias seguidas pela mesma letra não diferem na ANOVA 
unidirecional seguida pelo teste de Tukey no nível de probabilidade de 5% (p≤0,05). + detectado como 
ácido piro-glutâmico 
 
O perfil de metabólitos revelou diferenças nas concentrações de alguns 
compostos entre a biomassa produzida nos meios avaliados. Aumentos no ácido 
glutâmico usando o meio BGNIM provavelmente refletem alterações na operação do 
ciclo GS-GOGAT e reações de transaminação como resultado do uso das três fontes 
diferentes de nitrogênio. Altos níveis de alanina já foram detectados em Chlorella como 
resultado da absorção de ureia e amônio (Baker e Thompson, 2008). De fato, a alanina é 
o principal aminoácido produzido em Chlorella sob alta tensão de oxigênio e sob 
condição de limitação de enxofre, que também está ligada à absorção de amônio. 
Conexões entre o metabolismo da alanina e a biossíntese lipídica foram propostas 
anteriormente para Chlorella (Chen et al., 2017). 
Aumentos no ácido glicerico, no ácido málico e nos aminoácidos serina e 
valina são indicações de alterações em vários processos metabólicos do Chlorella 
sorokininana LBA # 39 quando cultivados no meio BGNIM, particularmente aqueles 
associados à glicólise e ao metabolismo do piruvato (Cecchin et al., 2018). O uso da 




vias metabólicas que não foram ativadas no cultivo com apenas nitrato de sódio como 
fonte de nitrogênio. De fato, as algas adotam uma estratégia de assimilação da PEP 
carboxilase quando cultivadas com acetato, e a expressão dos genes do PEPcase 
aumenta em altos níveis de CO2 (Cheng et al., 2017). A foto-oxidação e absorção de 
amônia também estão relacionadas à via do PEPcase (Giordano et al., 2003). Por fim, 
são necessárias experiências específicas de marcação isotópica estável para determinar o 
destino do CO2 liberado pela ureia durante sua decomposição e para investigar mais os 
efeitos da fonte alterada de nitrogênio no metabolismo celular. 
 
3.2.5 Avaliação de custo e produtividade 
Análises dos custos dos diferentes meios indicam que a substituição da fonte de 
nitrogênio pela ureia (BG11 → BGU) tem o potencial de reduzir o custo do meio em 
65% (Tabela 8). Além disso, quando todos os componentes da formulação são 
derivados de fertilizantes comerciais (BG11 → BGNIM), o custo é reduzido em 
aproximadamente 95% (Tabela 8). Considerando a produtividade de biomassa 
determinada neste estudo, o uso de meio BGU reduziria o custo de produção de 1 kg de 
biomassa de algas em 64% em comparação com o meio BG11, enquanto o uso de meio 
BGNIM reduziria os custos em 96%. 
A produção de biomassa, proteínas, carboidratos, ácidos graxos, bioetanol e 
biodiesel por ano foi estimada e é mostrada na Tabela 8. É importante ressaltar que, 
enquanto a otimização da produção de biomassa está sendo buscada, novas aplicações 
para a biomassa de algas são identificadas e desenvolvidas, para gerar uma maior 














Tabela 8 Comparação entre produtividade e custos dos meios testados. 
Estimativas BG11 BGU BGNIM 




) 50.93 48.81 47.93 




 2.40 2.30 2.30 
Produtividade total de proteínas (ton • ano
-1
) 1.01 1.04 1.02 
Produtividade total de carboidratos (ton • ano
-1
) 0.54 0.53 0.56 
Produtividade total de FA (ton • ano
-1
) 0.15 0.15 0.14 




 328.70 318.30 338.90 




 158.90 152.30 142.60 
Custo 1 L de meio (USD)
 d
 0.17 0.06 0.01 
Custo para 1 kg de biomassa (USD) 
d
 470.41 171.22 19.37 
a




 com 240 dias úteis por ano, 
b
Estimada com base na 
taxa de conversão de 0,6 L por kg de carboidratos totais, 
c
Estimada com base na taxa de conversão de 1 
kg de ácido graxo em 1 kg de biodiesel (Cabanelas et al., 2013; Santana et al., 2017), 
d
USD = United 
States Dollar. 
 
Finalmente, existem oportunidades para integrar o conceito de biorrefinaria de 
algas nos sistemas existentes (Brasil et al., 2017), com vários autores indicando o 
potencial das algas na produção de produtos de maior valor agregado nos alimentos, 
ração, fertilizantes, bioacumulação oleoquímica e compostos nutracêuticos (Laurens, 
2017; Deprá et al., 2018; Ribeiro et al., 2019b; Ribeiro et al., 2019a). Além do potencial 
das microalgas para mitigar a poluição do ar e da água, as microalgas podem ser uma 
fonte importante de matéria-prima para o alcance dos Objetivos de Desenvolvimento 
















4. Seleção e cultivo de microalgas em efluentes da indústria de óleo de palma para 
remoção de nutrientes e produção de biomassa de algas 
*Artigo submetido para publicação no periódico Algal Research em Janeiro de 2020. Ribeiro 
D.M.; Cereijo, C.R.; Santana H.; Nascimento, R.C.; Calsing, L.C.G.; Siqueira, F.G.; Brasil, 
B.S.A.F.
 
Selection and cultivation of microalgae in palm oil industry effluent for nutrient 
removal and algal biomass production. 
 
 
A segurança da água, alimentos e energia, em um contexto de mudanças 
climáticas, são os principais desafios mundiais para o século XXI. Portanto, o avanço da 
produção de biocombustíveis e a integração de processos indústriais nas biorrefinarias 
serão fundamentais para fornecer energia, produtos químicos e materiais de maneira 
sustentável (Brasil et al., 2017). Entre as diferentes matérias-primas disponíveis para a 
produção de biocombustíveis, o óleo de palma é uma das culturas mais eficientes em 
relação ao uso e à produtividade da terra (Mat Yasin et al., 2017). A produção mundial 
de óleo de palma ultrapassa 55 milhões de toneladas anualmente, compreendendo um 
mercado de mais de US $ 34 bilhões por ano (Center For International Development At 
Harvard University, 2019; Food and Agriculture Organization of the United Nations, 
2019). Por outro lado, a produção indústrial de 1 tonelada de óleo de palma bruto requer 
cerca de 5 a 7,5 toneladas de água, levando à geração de águas residuais na forma de 
efluente da indústria de óleo de palma (POME) (Ahmad et al., 2016). 
O POME é composto por 95-96% de água, 0,6-0,7% de óleo residual e 4-5% 
de sólidos totais (Ahmad et al., 2005). Possui altas demandas de oxigênio químico e 
bioquímico e um conteúdo significativo de nitrogênio e fósforo e, portanto, pode causar 
poluição severa ao meio ambiente (Ahmad et al., 2016). Geralmente, as indústrias de 
óleo de palma usam sistemas baseados em lagoas de estabilização para tratar águas 
residuais de POME. Esse tipo de tratamento é particularmente comum em condições 
tropicais devido às altas temperaturas, radiação solar, presença de oxigênio e 
fitoplâncton que ajudam a estabilizar o efluente (Nery et al., 2013; Glaz et al., 2016). As 
principais vantagens são a alta eficiência na remoção de matéria orgânica e sólida e o 
baixo custo de implementação e manutenção. No entanto, os sistemas de lagoas exigem 
grandes áreas e não eliminam completamente a carga orgânica e inorgânica das águas 
residuais (Von Sperling, 2015). 
Por outro lado, o POME pode ser um substrato potencial para o cultivo de 
microalgas, permitindo a produção integrada de biomassa de alto valor agregado na 




crescente interesse mundial no uso de microalgas como fonte alternativa de biomassa, 
devido às suas amplas aplicações biotecnológicas na produção de alimentos, ração 
animal, energia e materiais renováveis (Khan et al., 2018), sua flexibilidade de cultivo 
(Davis et al., 2011), bem como sua sustentabilidade e contribuição para a redução das 
emissões de gases de efeito estufa (Elrayies, 2018). No entanto, desafios relacionados à 
seleção de linhagens produtivas, desenvolvimento de sistemas de cultura de baixo custo 
e melhorias na eficiência do uso de nutrientes ainda precisam ser superados antes que a 
produção em larga escala de microalgas se torne economicamente viável (Bhujade et al., 
2017). Nesse contexto, a disponibilidade de águas residuais e resíduos indústriais 
oferecem oportunidades promissoras para a formulação de meios de cultura de algas 
(Santana et al., 2017). 
Estudos anteriores demonstraram a viabilidade do cultivo de microalgas em 
POME diluído em escala laboratorial (Hariz et al., 2019). Além disso, o uso de pré-
tratamento com ácido ou antibiótico para controlar contaminantes também foi proposto 
(Nwuche, 2014). No entanto, o cultivo bem-sucedido de algas em escala piloto em 
fotobiorreatores usando 100% de POME não foi relatado até o momento. Além disso, os 
compostos químicos presentes na biomassa de microalgas produzidos em POME não 
foram caracterizados em detalhes. Neste trabalho, as microalgas com maior taxa de 
crescimento quando cultivadas em POME foram avaliadas, a cepa Pseudokirchneriella 
sp. LBA # 52 foi selecionada e avaliada sua eficiência na biorremediação de POME. 
Além disso, foi determinada a produção de biomassa de algas e a composição química, 
incluindo perfis de carboidratos, lipídios e carotenóides. 
4.1 Materiais e métodos 
4.1.1 Cepas de microalgas 
Dezoito (18) linhagens de microalgas da Coleção de Microrganismos e 
Microalgas para Agroenergia e Biorrefinarias da Empresa Brasileira de Pesquisa 
Agropecuária - Embrapa (Brasília-DF) (Hadi et al., 2016; Fernandes et al., 2019) foram 
utilizadas neste estudo. (Tabela 9). As cepas de microalgas foram mantidas em 
Erlenmeyers contendo 150 mL de volume de trabalho de meio Bold Basal (BBM) a 26 




 às 12 / 
12h claro / escuro. A identificação molecular das cepas foi baseada no sequenciamento 
de marcadores Internal Transcript Sequence 2 (ITS2) seguindo os protocolos descritos 




Tabela 9 A identificação molecular das 18 cepas utilizadas neste estudo com base na 
sequência do marcador nuITS2, 
 
4.1.2 Efluente da indústria de óleo de palma 
O efluente da indústria de óleo de palma (POME) usado neste estudo foi 
coletado na saída da lagoa anaeróbica do POME em uma planta indústrial de óleo de 
palma no estado do Pará, Brasil (Dendepasa -Dendê do Pará S / A) (Figura 12). O 
sistema de tratamento usado nesta planta indústrial consiste em um sistema conectado 
composto por duas lagoas sequenciais, uma anaeróbica e a segunda aeróbica (Von 
Sperling, 2015). Antes da experimentação, o POME foi preparado por centrifugação a 
4800 RCF por 5 minutos para remover sólidos em suspensão e esterilização em 








Cepa  GenBank code  
Espécies de correspondência 
mais próxima 
Relação GenBank code  
Embrapa|LBA#8 KT308046 Chlamydomonas sp. 97.36% KY303743 
Embrapa|LBA#13 KT308051 Coelastrella sp. 98.39% MH176129 
Embrapa|LBA#32 KT308068 Micractinium sp. 99.59% KM820919 
Embrapa|LBA#35 KT308071 Desmodesmus sp. 99.60% LR215742 
Embrapa|LBA#36 KT308072 Desmodesmus sp. 100.00% EU502836 
Embrapa|LBA#37 KT308073 Chlamydomonas applanata  92.34% MK239987 
Embrapa|LBA#38 KT308074 Chlamydomonas starrii  92.47% AB983644 
Embrapa|LBA#39 KT308075 Chlorella sorokiniana  100.00% MK764925 
Embrapa|LBA#40 KT308076 Chlamydomonas sp. 95.06% MH683945 
Embrapa|LBA#41 KT445863 Chlamydomonas sp. 97.33% KY303743 
Embrapa|LBA#45 KT308081 Chlamydomonadales sp. 77,98% MF483442 
Embrapa|LBA#46 KT308082 Uronema trentonense  99.60% HF920659 
Embrapa|LBA#47 KT308083 Chlorococcum diplobionticum  84.62% LT594567 
Embrapa|LBA#48 MF346373 Chlorococcum macrostigmatum  93.22% KX147341 
Embrapa|LBA#49 KT308084 Chlamydomonas sp. 91.13% MH068693 
Embrapa|LBA#50 KT308085 Chlorella sorokiniana  95.20% KY229196 
Embrapa|LBA#51 KT308086 Chlorococcum macrostigmatum  93.16% KX147341 









Figura 12 Lagoas de tratamento de efluentes da indústria de óleo de palma (POME) na 
agroindústria (DENPASA - Dendê do Pará S / A). 
 
4.1.3 Triagem de microalgas para crescimento em POME 
A triagem de microalgas foi realizada utilizando frascos de Erlenmeyer de 500 
mL contendo 250 mL de POME como meio de cultura. O cultivo foi conduzido 
independentemente para cada uma das 18 cepas (Tabela 9) em aeração constante de 5 L 




, às 12 / 12h 
regime claro / escuro. O crescimento das microalgas foi monitorado através de medidas 
periódicas de absorbância a 680nm e inspeção microscópica das amostras de cultura 
durante 10 dias de cultivo. As absorbâncias inicial e final foram usadas para calcular a 
taxa de crescimento basal (µ). 
 
4.1.4 Pseudokirchneriella sp. Cultivo de cepa LBA # 52 
A cepa Pseudokirchneriella sp. LBA # 52 foi submetida ao cultivo em 250 mL 
de POME ou BBM (controle) sob diferentes condições: i) cultivo axênico (autoclavado 
antes do experimento) usando BBM em regime 12/12 h claro / escuro; ii) cultura 
axênica usando 100% de POME às 12/12 h regime claro / escuro; iii) 100% de POME 
axênico cultivado no escuro; iv) 100% de POME não-axênico (sem autoclavagem antes 
do experimento) usando às 12/12 h regime claro / escuro; v) 50% de POME não axênico 
em 12/12 h regime claro / escuro. O cultivo foi realizada em frascos erlenmeyer de 500 





 (se aplicável). A cinética de crescimento das algas foi avaliada através 
da contagem de células usando uma câmara de Neubauer, enquanto a produtividade de 





4.1.5 Cultivo de microalgas em fotobiorreatores Flat Plate airlift 
Para os experimentos em escala piloto, a cepa Pseudokirchneriella sp. LBA # 
52 foi cultivada em fotobiorreatores Flat Plate airlift acrílica de 15 L, com volume de 
13 L de meio de cultivo, aeração de 60 Lh
-1
 e suplementação de CO2 ajustada a 5% do 
fluxo de ar, com fotoperíodo de 12h / 12h, a 35.000 Lux de intensidade de luz e 
temperatura de 25 ° C durante o período escuro e 35 °C durante o período claro (Figura 




Figura 13 Vista esquemática da estrutura do fotobiorreator Flat Plate airlift. (A) vista frontal; 
(B) Vista lateral. 
4.1.6 Determinação da composição do POME 
A composição do POME no início (dia 0) e no final (dia 5, 10 e 15) do cultivo 
de microalgas em fotobiorreator Flat Plate airlift foi determinada. As amostras foram 
coletadas, centrifugadas por 10 min. a 4800 RCF e o sobrenadante usado para análise. 
Os métodos utilizados foram: SM5210B - Demanda Bioquímica de Oxigênio (DBO); 
QAM.IT.FQ.16A - Demanda de oxigênio químico (COD); SM 4500-O / D - Carbono 
orgânico total; SM 4500-NO2-B - Nitrito (NO2
-
); SM4500-NH3 - nitrogênio amoniacal 
(NH4
+
); SM 4500-P E - Fosfato (PO4
3-
) e Fósforo total; SM 3500-K B - Potássio total 
(K
+
), NBR 12620 - Nitrato (NO3
-
) (Santana et al., 2017). 
 
4.1.7 Análise da composição bioquímica da biomassa 
Após o cultivo, a biomassa de algas foi colhida, centrifugada a 5000 g e 
liofilizada. Os sólidos totais e as cinzas foram quantificados seguindo o protocolo 
descrito por Van Wychen e Laurens (2016). O conteúdo total de proteínas foi medido 




de conversão específico de microalgas de 4,78 (Laurens, 2015). O teor e as frações de 
carboidratos foram determinados de acordo com a metodologia descrita por Van 
Wychen e Laurens (2016). A fração lipídica foi obtida por Ankom XT15 por 
Determinação de Extrato Etéreo (EE) extraído com éter de petróleo a 90 ° C por 90 
minutos e a caracterização do perfil de ácidos graxos foi realizada por cromatografia 
gasosa (Van Wychen et al., 2013). 
 
4.1.8 Análise estatística 
A taxa de crescimento específico (μ) e a produtividade de biomassa de algal 
(mgDW.L-1.d-1) foram calculadas usando a equação descrita por Kishi e Toda (2018). Os 
dados de composição da biomassa foram submetidos à análise de variância (ANOVA) 
com 5% de probabilidade, seguida de teste de Tukey, utilizando o software Action Stat 
versão 3.5. 
4.2 Resultados e discussão 
4.2.1 Triagem de linhagens de microalgas para crescimento em POME 
A seleção de cepas robustas adaptadas ao crescimento de águas residuais e com 
alta produção de biomassa é uma etapa crucial para a viabilidade do sistema de cultivo 
(Brasil et al., 2017; Santana et al., 2017). Neste estudo, dezoito (18) linhagens de 
microalgas foram avaliados quanto ao crescimento usando 100% de POME como 
substrato (Figura 14). As cepas utilizadas foram originalmente coletadas de biomas 
tropicais distintos, incluindo não apenas ambientes naturais, mas também antropizados, 
como águas residuais rurais, águas residuais de cana-de-açúcar e lagoas de estabilização 
de POME (Hadi et al., 2016). A linhagem LBA # 52 apresentou a maior taxa de 
crescimento específico (0,37) entre as linhagens de microalgas testadas. Somente cepas 
de Chlamydomonas sp. LBA # 41, Chlorococcum diplobionticum LBA # 47 e 







Figura 14 Taxa de crescimento específico de 18 linhagens de microalgas cultivadas em POME. 
Em frascos de Erlenmeyer de 500 mL contendo 250 mL de POME, com aeração constante de 5 




, às 12 / 12h claro / 
escuro. Os resultados mostrados são a média de triplicados biológicos do experimento (n = 3). 
POME: Efluente da indústria de óleo de palma. 
 
A cepa LBA # 52 foi originalmente coletada de uma lagoa de estabilização do 
POME de uma planta de óleo de palma localizada no estado do Pará (Brasil), na mesma 
planta onde foi recolhido o POME. Portanto, a alta taxa de crescimento apresentada por 
essa cepa no POME provavelmente está relacionada à sua ocorrência autóctone nesse 
ambiente (Burnap e Vermaas, 2012). A identificação molecular baseada no 
sequenciamento do Espaçador Transcrito Interno 2 do rDNA nuclear (nuITS2) atribuiu 
a cepa LBA # 52 ao gênero Pseudokirchneriella (Tabela 9). As espécies de 
Pseudokirchneriella possuem um arquétipo em meia-lua, foice ou feijão (Krienitz et al., 
2011), como é possível visualizar na Figura 15, microalga considerada um organismo 
modelo para uso em testes de toxicidade (Berthet, 2015).  
 
 
Figura 15 Microscopia da microalga Pseudokirchneriella sp. LBA # 52 da coleção de 
microrganismos da Embrapa Agroenergia. Coletado na Lagoa de estabilização de POME, em 



































4.2.2 Crescimento de algas em POME 
A cepa Pseudokirchneriella sp. LBA # 52 foi cultivada em frascos Erlenmeyer 
aerados contendo POME sob diferentes condições para caracterizar o efeito da luz e a 
presença de contaminantes microbianos no crescimento de algas. Pseudokirchneriella 
sp. LBA # 52 mostrou padrões de crescimento semelhantes no meio padrão BBM ou em 
100% ou 50% do POME, usando regimes de 12h / 12h claro / escuro. Por outro lado, 
não foi detectado crescimento de algas na ausência de luz (Figura 16). 











































Figura 16 Dinâmica de crescimento de Pseudokirchneriella sp. LBA # 52. Meio Bold Basal (−-
■−), 100% POME axênico (autoclavado antes do experimento)  12h / 12h claro / escuro (--●--), 
100% POME axênico em regime escuro (··▲··), 100% POME axênico (não autoclavado antes 
do experimento)  12h / 12h claro / escuro (- ♦ -), 50%  de POME não axênico, 12h / 12h claro / 
escuro (··★··). Em frascos de Erlenmeyer de 500 mL contendo 250 mL de POME ou BBM, 





, às 12 / 12h claro / escuro. Os resultados mostrados são a média de triplicados 
biológicos do experimento (n = 3). POME: Efluente da indústria de óleo de palma. 
Em seguida, foi realizado o escalonamento do cultivo de Pseudokirchneriella 
sp. LBA # 52 em POME em fotobiorreator Flat Plate airlift de capacidade de 15L, com 
aeração constante do ar atmosférico enriquecido com 5% de CO2 (Figura 17). O 
escalonamento do cultivo é uma etapa essencial para a aplicação em larga escala. Além 
disso, a geometria da placa plana (Flat Plate) é um dos principais tipos de 
























Figura 17 Dinâmica da produção de biomassa (seca) da Pseudokirchneriella sp. LBA # 52. No 
meio Bold Basal (−■−) e POME (--●--), em fotobiorreatores Flat Plate airlift em acrílica com 
capacidade de 15 L, e volume de trabalho de 13 L com aeração de 60 Lh-1, suplementados com 
5% de CO2 do fluxo de ar, com fotoperíodo de 12h / 12h, a 35.000 Lux de intensidade luminosa 
e temperatura de 25 ° C durante o período escuro e 35 ° C durante o período claro. Os resultados 
mostrados são a média de triplicados biológicos do experimento (n = 3). POME: Efluente da 
indústria de óleo de palma. 
Após cinco dias de cultivo, Pseudokirchneriella sp. apresentaram 








 em 100% 
POME (Figura 17 e Tabela 10). Khalid e colaboradores, (2018) relataram 




, ao cultivar Chlorella em 100% 
POME (Tabela 10). Por outro lado, experimentos conduzidos utilizando POME diluído 
como substrato para o crescimento de algas apresentaram maiores produtividades 
(Tabela 10). O cultivo de Chlamydomonas em 37% de POME diluído em BBM atingiu 




 (Kamyab et al., 2016), enquanto 





(Hariz et al., 2019). No entanto, ambos os estudos foram conduzidos apenas em escala 









Tabela 10 Comparação de produtividades de biomassa, produtividades lipídicas e eficiência de 
remoção de nutrientes obtidas com espécies de microalgas cultivadas em POME sob diferentes 
condições. 












100% de POME da lagoa 
anaeróbica, suplementada com 
5% de CO2 no fotobiorreator Flat 
Plate airlift de 15L. 
272,13 (± 9,84) 23,09 (± 2,30)  
63.86%  de DQO 
61.21%  de  TN 
96.07% de TP 
99.99% de Amônio 




37% de POME da lagoa 
facultativa e diluído em BBM 
com DQO de 500 mg / L em 









Scenedesmus sp.  e 
Chlorella sp. UKM2 
84% e 25% de POME da lagoa 
anaeróbica em sistema integrado 
suplementado com 10% de CO2 
460 87 
47.45% de DQO 
85.67% de TN 





30% de POME diluído em meio 
BG11 suplementado com 2,5% 
de CO2 em frasco de 1L 
150 70 
47.09% de DQO 
62.07% de TN 




10% de POME do tanque 
aeróbico diluído em meio F **, 
utilizando células imobilizadas, 
em frasco de 250 mL 




 20% de POME da lagoa 
anaeróbica + 40% de nutrientes 
sintéticos. 






16,6% de POME diluído em 
tanque anaeróbico, suplementado 
com 2% de CO2 em balão de 2L. 
101 - 
12,61% de DQO 
69,39.9% de  TN 
53.33% de TP 
100% de Amônio 




75% de POME filtrado e 
suplementado com 60 mg / L de 
ureia em frasco de 500 mL. 




40% de POME do tanque 
anaeróbico, suplementado com 
5% de CO2 em frasco de 1L 
90 - 
64.3 % de Amônio 




40%  do POME do tanque 
anaeróbico, suplementado com 
5% de CO2 em frasco de 1L 
79,2 - 
75.75% de TN 
100% de TP 
93.36% de Amônio 
94,50%  de Fosfato 
(Khalid et 
al., 2019) 
Chlorella sp. (UKM2) 
100% de POME do tanque 
anaeróbico suplementado com 
10% de CO2 em frasco de 2 L. 
64 - 80.9% de TN 
(Hariz et 
al., 2018) 
DQO – Demanda Química de Oxigênio, TN – Nitrogênio Total, TP – Fósforo Total, POME - Efluente da 






4.2.3 Efeito do cultivo de algas na composição do POME 
As microalgas podem ser usadas para absorver eficientemente compostos 
inorgânicos e metais pesados presentes nas águas residuais (Manzoor et al., 2019). A 
presença de nitrogênio e fósforo é um fator determinante que favorece a eutrofização 
quando o efluente não é descartado adequadamente (Park et al., 2011; Melia et al., 
2017). Por outro lado, são nutrientes essenciais para a produção de microalgas e são 
nutrientes com alta demanda na produção agrícola (Park et al., 2011). Neste trabalho, a 
composição química do POME antes e depois de cultivo de Pseudokirchneriella sp. 
LBA # 52 foi avaliado. A Tabela 11 mostra que há maior carga orgânica e 
concentrações de fósforo e potássio, bem como menor nitrogênio e pH total, no POME 
bruto em comparação com o POME derivado do tanque anaeróbico usado para 
Pseudokirchneriella sp. LBA # 52 neste estudo. As diferenças observadas são resultado 






















Tabela 11 Caracterização físico-química de POME bruto e POME antes e após o cultivo de Pseudokirchneriella sp. LBA # 52 por 5, 10 e 15 dias. POME: 
Efluente da indústria de óleo de palma. 
Caracterização Físico-química POME Bruto POME 
Sobrenadante da 
cultura após 5 dias 
de cultivo 
Sobrenadante da 
cultura após 10 dias 
de cultivo 
Sobrenadante da 
cultura após 15 dias 
de cultivo 




45967,20 (± 3603,27) 20,8 (±1,70)a 40,05 (±3,75)b 84,15 (±17,18)c 80,20 (±6,36)c 




145890,00 (± 19643,43) 2175,00 (± 49,50)d 786,00 (±4,24)a 802,00 (±3,46)b  921,50 (±2,12)c 
Carbono orgânico total (mg.L
-1
) 84073,60 (± 1751,36) 3680,70 (±243,39)a  12521,60 (±1751,36)b 17200,00 (±1362,17)b  15686,20 (±1946,24)b 
Nitrogênio total (mg.L
-1
) 18,15 (± 10,11) 79,19 (±6,15)b 30,71 (±0,22)a 29,22 (±2,48)a 32,31 (±0,45)a 
Nitrato (mg.L
-1
) 24,80 (±0,05) 0,72 (±0,01)b 0,59 (±0,04)a 0,70 (±0,03)b 0,66 (±0,01)ab 
Nitrito (mg.L
-1
) 0,45 (±0,05) 0,215 (±0,01) n.d** n.d** n.d** 
Nitrogênio amoniacal (mg.L
-1
) 95,01 (± 15,03) 44,85 (±0,64) n.d** n.d** n.d** 
Fosfato (mg.L
-1
) 630,00 (± 14,14) 56,75 (±2,47)d 1,86 (±0,06)b 1,42 (±0,01)a 5,25 (±0,07)c 
Fósforo total (mg.L
-1
) 180 (± 3,14) 20,13 (±0,88)d 0,79 (±0,08)a 1,28 (±0,03)b 2,40 (±0,03)c 
Potássio total (mg.L
-1
) 3668,50 (± 338,70) 1850,00 (±70,71)a 1833,33 (±152,75)a 1816,67 (± 28,87)a 1801,00 (± 173,21)a 
pH 4,59 (± 0,01) 9,17 (±0,01)c 9,08 (±0,02)c 8,56 (±0,01)b 8,06 (±0,12)a 
* Os resultados são apresentados como barras de média ± erro de experimentos em triplicado (n= 3). As médias seguidas pela mesma letra não diferem da 
ANOVA unidirecional com teste de Tukey no nível de probabilidade de 5% (p≤0,05). ** n.d = não detectado 
 
Entretanto, mesmo após o estágio de estabilização anaeróbica, o efluente do 
POME ainda possui uma alta demanda bioquímica e química de oxigênio residual, além 
de uma alta concentração de nitrogênio, fósforo e potássio que estão acima dos níveis 
permitidos pela maioria das políticas e regulamentos ambientais (Hariz et al. al., 2018). 
Por outro lado, é possível observar que o crescimento  da Pseudokirchneriella sp. LBA 
# 52 em POME leva a uma redução de 63,86% na demanda química de oxigênio 
(DQO), além de 61,21% de nitrogênio total (TN), 96,07% de fósforo total (TP), 99,99% 
de amônio e 99,07% de fosfato total após 5 dias de cultivo (Tabela 11). 
O uso de microalgas no tratamento de águas residuais oferece uma 
oportunidade para reduzir a poluição ambiental a baixos custos (Manzoor et al., 2019). 
Foi relatado que o cultivo de Chlorella sorokiniana em POME pode levar a uma 
redução de 93,36% de amônio e 94,50% de fosfato (Khalid et al., 2019), enquanto o 
crescimento de Nannochloropsis sp. promoveu 71% de redução de DQO (Emparan et 
al., 2020). No entanto, ambos os estudos alcançaram produtividades de biomassa de 
algas mais baixas do que as relatadas aqui (Tabela 10). 
 
4.2.4 Análise de composição de biomassa 
A assimilação dos nutrientes se traduz na produção de biomassa e 
biocompostos de algas que são usadas para favorecer a viabilidade econômica do 
processo em uma estratégia de biorrefinaria (De Francisci et al., 2018). Assim, a 
biomassa de algas colhida em Pseudokirchneriella sp. LBA # 52 cultivas em POME e 
BBM usando fotobiorreatores Flat Plate airlift de 15 L foram analisadas quimicamente 
e comparadas (Tabela 12). Os carboidratos totais compreendem a maior fração 
detectada na biomassa analisada, atingindo 43% nas culturas BBM e 39% nas culturas 
POME após 5 dias de crescimento de algas (Tabela 12). Além disso, a biomassa de 
Pseudokirchneriella sp. LBA # 52 alcançou seu maior teor de proteínas (23,93%) após 
5 dias de cultura em POME (Tabela 12). Por outro lado, foi relatado que a biomassa de 
Pseudokirchneriella subcapitata produzida em meio sintético suplementado com 10 
mM de nitrato é composta por aproximadamente 20% de carboidratos e 40% de 





Tabela 12 Teor de biomassa, rendimento e compostos de interesse acumulado em Pseudokirchneriella sp. LBA # 52 crescido nas diferentes meios de cultivo. 
 
* Os resultados são apresentados como barras de média ± erro de experimentos em triplicado (n = 3). Os valores com contraste na tabela obtiveram maior conteúdo ou 
produtividade em comparação aos demais tratamentos. As médias seguidas pela mesma letra não diferem da ANOVA unidirecional com teste de Tukey no nível de 
probabilidade de 5% (p≤0,05). POME: Efluente da indústria de óleo de palma. 
 
Pseudokirchneriella sp. LBA#52 
Bold Basal    
5 dias 
Bold Basal  
10 dias 
Bold Basal  
15 dias 
POME        
5 dias 
POME      
10 dias 
POME      
15 dias 






320,60 (± 10,51) a 224,90 (± 2,25) c 140,68 (± 7,86) e 272,13 (± 9,84) b 177,23 (± 22,97) d 166,90 (± 9,54) de 
Proteína (%) 19,60 (± 0,11) c 15,49 (± 0,09) e 16,89 (± 0,53) d 23,93 (± 0,10) a 21,82 (± 0,60) b 19,93 (± 9,54) c 






63,07 (± 0,44) a 34,84 (± 2,59) b 23,73 (± 1,98) c 65,13 (± 2,06) a 38,72 (± 0,84) b 33,27 (± 5,65) b 
Teor de carboidratos Total (%) 43,63 (± 5,48) a 41,06 (± 2,37) a 38,56 (± 0,76) ab 39,73 (± 0,11) ab 36,22 (± 1,55) ab 31,52 (± 3,12) b 






134,67 (± 20,74) a 83,18 (± 3,49) bc 56,58 (± 5,90) cd 108,79 (± 5,80) ab 63,97 (± 3,70) cd 52,73 (± 7,32) d 
Lipídios totais (%) 9,66 (± 0,62) cd 11,03 (± 0,20) bc 8,39 (± 0,34) d 8,51 (± 1,06) d 12,47 (± 0,17) ab 13,61 (± 0,37) a 






31,01 (± 2,96) a  24,81 (± 0,66) b 11,81 (± 1,10) c 23,09 (± 2,30) b 22,07 (± 2,57) b 22,71 (± 1,37) b 
Cinza (%) 3,94 (± 0,16) c 4,36 (± 0,22) bc 5,55 (± 0,20) b 4,19 (± 0,01) c 4,15 (± 0,18) c 7,86 (± 0,38) a 
Clorofila a (%) 0,064 (± 0,01) c 0,018 (± 0,01) d 0,019 (± 0,01) d 0,21 (± 0,02) a 0,12 (± 0,01) b 0,11 (± 0,01) b 
Clorofila b (%) 0,33 (± 0,01) c 0,11 (± 0,01) d 0,11 (± 0,01) d 1,03 (± 0,14) a 0,57 (± 0,02) b 0,52 (± 0,04) b 
Clorofila Total (%) 0,40 (± 0,01) c 0,13 (± 0,01) d 0,13 (± 0,01) d 1,2 (± 0,17) a 0,69 (± 0,3) b 0,64 (± 0,05) b 
Razão clorofila a / b 0,19 (± 0,01) c 0,17 (± 0,01) d 0,17 (± 0,01) d 0,21 (± 0,01) b 0,20 (± 0,01) b 0,22 (± 0,01) a 
Carotenóides (%) 0,10 (± 0,01) b 0,03 (± 0,01) d 0,03 (± 0,01) d 0,20 (± 0,02) a 0,11 (± 0,01) b 0,08 (± 0,01) c 






0,33 (± 0,01) b 0,08 (± 0,01) d 0,04 (± 0,01) d 0,54 (± 0,06) a 0,31 (± 0,01) b 0,13 (± 0,01) c 
Em relação à fração lipídica, a biomassa de Pseudokirchneriella sp. LBA # 52 
apresentou seu maior conteúdo (13,61%) após 15 dias de cultivo em POME (Tabela 
12). Embora tenham sido relatados maiores teores de lipídios acumulados pelas espécies 
de Pseudokirchneriella subcapitata, atingindo até 19,74% em culturas usando meio 
fertilizante N: P: K (20: 5: 20) (Ribeiro et al., 2019), as produtividades lipídicas 
observadas neste estudo são maiores devido à maior produtividade de biomassa obtida 
(Tabela 12). Além disso, foi possível identificar que a fração de carotenoides na 
Pseudokirchneriella sp. LBA # 52 cultivada em POME (0,20%) é aproximadamente 
duas vezes maior que a observada durante o cultivo com BBM (0,10%) após 5 dias 
(Tabela 12). 
As microalgas podem ser uma fonte de bioprodutos de alto valor agregado 
(Chew et al., 2017). Portanto, a identificação do perfil das biomoléculas é um passo 
importante na caracterização da biomassa de algas. O perfil de carboidratos revelou a 
presença de mio-inositol, galactose, manose, ribose e glicose em biomassa de 
Pseudokirchneriella sp. LBA # 52 cultivada em POME. A glicose representa a maior 
fração correspondente a 80% do total de carboidratos (Tabela 13). Tem sido relatado 
que a biomassa de algas pode ser hidrolisada levando à liberação de glicose, que por sua 




























 * Os resultados são apresentados como barras de média ± erro de experimentos em triplicado (n = 3). As médias seguidas pela mesma letra não diferem da ANOVA 




Bold Basal   
5 dias 
Bold Basal  
10 dias 
Bold Basal  
15 dias 
POME        
5 dias 
POME      
10 dias 
POME      
15 dias 
Galactose (%) 2,64 (± 0.42)bc 1,66 (± 0.16)d 2,11 (± 0.02)cd 3,55 (± 0.08)a 3,21 (± 0.38)ab 3,17 (± 0.20)ab 
Glicose (%) 79,50 (± 1.46)b 82,08 (± 0.37)a 80,69 (± 0.77)ab 79,34 (± 0.48)b 78,98 (± 0.39)b 79,72 (± 0.94)b 
Manose (%) 10,31 (± 1.24)a 8,43 (± 0.17)b 8,89 (± 0.32)ab 9,67 (± 0.39)ab 9,63 (± 0.27)ab 9,54 (± 0.22)ab 
Mio-inositol (%) 0,86 (± 0.33)ab 0,60 (± 0.02)b 1,07 (± 0.03)ab 0,97 (± 0.04)ab 1,21 (± 0.12)ab 1,34 (± 0.09)a 
Ribose (%) 2,69 (± 0.08)ab 2,86 (± 0.11)a 2,62 (± 0.01)ab 2,58 (± 0.12)ab 2,68 (± 0.29)ab 2,34 (± 0.18)b 
Outras (%) 4,00 (± 0.56) a 4,37 (± 0.41)a 4,51 (± 0.43)a 3,89 (± 0.04)a 4,29 (± 0.30)a 3,90 (± 0.35)a 
Além disso, a análise do perfil de ácidos graxos na biomassa de algas pode 
fornecer informações sobre a qualidade do biodiesel que pode ser produzido a partir 
dele. A maior fração lipídica observada na biomassa de Pseudokirchneriella sp. LBA # 
52 é formada por ácido palmítico e ácido oleico, com uma fração que variam entre 30% 
a 40%, seguido pelo ácido linoleico, que varia entre 10% a 16% em ambos os meios 
testados (Tabela 14). Esses ácidos graxos também foram encontrados como frações 
principais na biomassa de Pseudokirchneriella subcapitata em outros trabalhos na 





















Tabela 14 Perfil de ésteres metílicos de ácidos graxos (FAME) acumulados em Pseudokirchneriella sp. LBA # 52 crescido nas diferentes mídias. 
Pseudokirchneriella sp. 
LBA#52 (FAME) 
Bold Basal    
5 dias 
Bold Basal  
10 dias 
Bold Basal  
15 dias 
POME        
5 dias 
POME      
10 dias 
POME      
15 dias 
Caproico (%) 4,83 (± 0,26)a 3,38 (± 0,19)b 3,20 (± 0,06)b 3,76 (± 0,36)a 2,84 (± 0,28)b 4,04 (± 1,26)a 
Palmítico (%) 34,05 (± 0,38)b 35,08 (± 0,18)ab 38,70 (± 0,07)a 30,32 (± 0,03)b 32,53 (± 0,52)ab 35,88 (± 0,16)ab 
Palmitoléico (%) 2,76 (± 1,18)c 2,24 (± 0,03)c 1,97 (± 0,02)c 5,44 (± 0,06)a 3,42 (± 0,10)BC 3,46 (± 0,16)bc 
Esteárico (%) 2,37 (± 0,05)c 3,98 (± 0,02)a 4,20 (± 0,05)a 2,57 (± 0,01)bc 3,19 (± 0,01)a 3,28 (± 0,26)ab 
Oleico (%) 34,53 (± 0,63)b  40,55 (± 0,11)a 36,40 (± 0,09)a 33,87 (± 0,17)ab 34,88 (± 0,32)a 31,56 (± 1,81)ab 
Linoléico (%) 12,62 (± 0,12)c 10,44 (± 0,06)d 10,92 (± 0,04)d 16,66 (± 0,06)a 14,51 (± 0,26)b 14,40 (± 0,42)b 
Linolênico (%) 8,84 (± 0,11)a 4,33 (± 0,05)c 4,60 (± 0,03)c 7,38 (± 0,06)b 7,15 (± 0,16)b 7,37 (± 0,40)b 
DHA (%) -- -- -- -- 2,21 (± 0,19) -- 
* Os resultados são apresentados como barras de média ± erro de experimentos em triplicado (n = 3). As médias seguidas pela mesma letra não diferem da ANOVA 
unidirecional com teste de Tukey no nível de probabilidade de 5% (p≤0,05). POME: Efluente da indústria de óleo de palma. 
 
A análise do perfil dos carotenoides de Pseudokirchneriella sp. O LBA # 52 
mostra que a maior fração detectada é a luteína, variando de 70 a 75% do total de 
carotenóides (Tabela 15). A luteína é um composto de alto valor agregado com 
mercados estabelecidos em aves e em suplementos nutricionais humanos (Araya et al., 
2014). Além disso, outros carotenóides foram identificados em concentrações mais 
baixas como astaxantina, alfa e beta caroteno, criptoxantina, cantaxantina, fucoxantina, 
licopeno e zaexantina (Tabela 15). Estes são poderosos antioxidantes com aplicações na 
saúde e nutrição humanas e na indústria de cosméticos (Poojary et al., 2016). 
 


















* Os resultados são apresentados como barras de média ± erro de experimentos em triplicado (n = 3). As médias seguidas pela mesma letra não diferem da ANOVA 
unidirecional com teste de Tukey no nível de probabilidade de 5% (p≤0,05). POME: Efluente da indústria de óleo de palma. 
 
 














Alfa-caroteno (%) n.d. n.d. n.d. 1,01 (± 0.45)a n.d. n.d. 
Astaxantina (%) n.d. 7,77 (± 0,66)b 6,13 (± 0,31)bc 5,34 (± 1.41)c 7,82 (± 0,12)b 11,27 (± 0,43)a 
Betacaroteno (%) n.d. 3,52 (± 0,44)d 8,15 (± 0,46)b 15,74 (± 0.49)a 6,18 (± 0,75)c 5,07 (± 0,88)cd 
Beta criptoxantina (%) n.d. 2,32 (± 0,56)bc 2,24 (± 0,38)c 4,22 (± 0,69)a 3,00 (± 0,21)BC 3,57 (± 0,12)ab 
Cantaxantina (%) n.d. 4,57 (± 0,35)a 4,89 (± 0,33)a 3,10 (± 2,32)a 3,82 (± 0,23)a 4,06 (± 0,38)a 
Fucoxantina (%) n.d. 4,09 (± 0,93)ab 2,34 (± 0,07)b 4,02 (± 0.56)b 6,79 (± 1,69)a 4,57 (± 0,42)ab 
Licopeno (%) 7,75 (± 0,91)a 1,85 (± 0,05)b 0,88 (± 0,27)b 0,71 (± 0,06)b 0,68 (± 0,607)b 0,65 (± 0,05)b 
Luteína (%) 81,05 (± 1,23)a 69,75 (± 1,39)b 72,49 (± 1,51)b 63,065 (± 3,30)c 68,57 (± 0,73)b 67,68 (± 0,40)bc 
Zeaxantina (%) 11,19 (± 1,8)a 6,09 (± 0,74)b 2,86 (± 3,37)b 2,76 (± 0.77)b 3,11 (± 0,27)b 3,09 (± 0,43)b 
Por fim, foi estimada a produção de biomassa, de proteínas, de carboidratos, de 
ácidos graxos, de bioetanol e de biodiesel da microalga Pseudokirchneriella sp. LBA # 
52 calculados com resultados obtidos neste trabalho nas diferentes condições testadas. 
As estimativas de produtividade de biomassa do LBA # 52 atingem 13 e 15 toneladas / 
ha por ano em POME e BBM, respectivamente. Essas estimativas superam a 
produtividade estimada para Chlorella sorokininana cultivada em meio quimicamente 
definido (2,4 toneladas) (Ribeiro et al., 2020), bem como a produtividade estimada de 
5,69 toneladas / ha para Chlorella vulgaris e 13,58 toneladas / ha para Botryococcus 





















Tabela 16 Produtividade estimada entre Bold Basal e POME em diferentes momentos. 
 
Estimativas 












 Produtividade da biomassa (mg.L-1) 320,60 224,90 140,68 272,13 177,23 166,9 
 Produtividade de biomassa (ton.ano-1) 15,38 10,79 6,75 13,06 8,5 8,01 
 Proteína total (ton.ano-1) 3,01 1,67 1,14 3,12 1,85 1,59 
 Carboidratos totais (ton.ano-1) 6,71 4,43 2,6 5,18 3,08 2,52 
 FA total (ton.ano-1) 1,49 1,19 0,57 1,11 1,06 1,09 
 Bioetanol (L.ano-1) 4028,5 2659,5 1562,3 3113,77 1848,74 1515,07 
 Biodiesel (Kg.ano-1) 1486,6 1190,7 566,5 1111,59 1060,82 1090,32 
 Estimativas durante o ano considerando 200 m3.d-1 com 240 dias úteis por ano (Cabanelas et al., 2013; Ribeiro et al., 2020) 
Estimado com base na taxa de conversão de 0,6 L por kg de carboidratos totais (Cabanelas et al., 2013; Ribeiro et al., 2020) 
Estimada com base na taxa de conversão de 1 kg de ácido graxo em 1 kg de biodiesel (Cabanelas et al., 2013; Ribeiro et al., 2020) 
POME: Efluente da indústria de óleo de palma. 
5. Considerações finais 
Esta tese apresenta duas estratégias de produção de microalgas a baixos custos 
visando à viabilização técnico-econômica de futuras biorrefinarias de biomassa algal. Foram 
identificadas as cepas Chlorella sorokiniana LBA#39 e a Pseudokirchneriella sp. LBA#52, 
mantidas no Laboratório de Biotecnologia de Algas da Embrapa Agroenergia, como cepas 
superiores para produção de biomassa algal.  Foram apresentadas duas configurações de 
fotobiorreatores fechados em sistemas de cultivo airlift: i) fotobiorreator de frasco tubular de 
1L com um refinado sistema automatizado; ii) fotobiorreator Flat Plate airlift em escala piloto 
de 15L. 
Além disso, é apresentado neste trabalho a formulação do Blue Green Nitrogen Mix 
(BGNIM) para cultivo da Chlorella sorokiniana LBA#39. Esta estratégia de uso combinado 
de fontes de nitrogênio levou a alterações positivas sob o ponto de vista de produção 
comercial de bioprodutos e abriu oportunidades para o controle de predadores. 
Adicionalmente, foi estimada uma redução de custo de aproximadamente 95% em 
comparação com o meio padrão da literatura Blue Green 11 (BG11).  
Em sequência, é apresentada também a oportunidade de criação de biorrefinarias com 
a indústria do óleo de palma ao utilizar o efluente da indústria (POME) para a produção de 
biomassa da cepa de microalga autóctone Pseudokirchneriella sp. LBA#52. Esta cepa 
apresentou potencial estimado de produção de 13 toneladas de biomassa algal por hectare/ano, 
contribuindo para o aumento da viabilidade econômica de todo o sistema. 
Estudos futuros poderão demonstrar a produção em larga escala utilizando as algas e 
os meios descritos neste trabalho. Existem ainda oportunidades para aprofundar o 
conhecimento sobre a captura de carbono pelas microalgas e para o aumento da eficiência 














Apesar de muitos avanços recentes na produção de microalgas em larga escala, 
desafios ainda precisam ser superados para se alcançar a viabilidade econômica. Neste estudo, 
propusemos duas estratégias de cultivo algal de baixo custo baseadas no uso de meios 
quimicamente definido e indefinido.  
O meio quimicamente definido de baixo custo proposto (BGNIM) mostrou potencial 
para reduzir significativamente os custos de produção de algas. De fato, o uso de BGNIM 
levou a uma produtividade de biomassa semelhante em comparação com o meio padrão BG11 
amplamente utilizado. Além disso, essa abordagem aumentou levemente o acúmulo de 
proteínas e carotenóides, que são frações comercialmente valorizadas da biomassa de algas, 
em comparação com o meio padrão BG11. Além disso, a acidificação observada durante a 
fase incial de cultivo pode ser usada para controle de predadores durante a produção em larga 
escala, uma questão importante para o cultivo contínuo em larga escala. 
Para o cultivo em meio quimicamente indefinido, foi selecionada a cepa autóctone 
Pseudokirchneriella sp. LBA # 52 quee mostrou alta produtividade de biomassa quando 
cultivada em POME. A carga orgânica das águas residuais pós-cultivo, bem como as 
concentrações totais de nitrogênio, amônio e fosfato são drasticamente reduzidas pelo 
crescimento algal, revelando um processo eficiente de biorremediação. Além disso, a 
biomassa de algas produzida é rica em carboidratos e produz quantidades significativas de 
lipídios e luteína. Este estudo abre oportunidades para aplicação indústrial de microalgas e 
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 pipetas de vidro 
 frascos de vidro (vial) para armazenamento de amostras e análise de GC 
 
Reagentes 
 ácido clorídrico (37%) 
 hexano (grau GC) 
 metanol 
 clorofórmio 
• Opcional: padrão interno C11-TAG. Outros padrões TAG, como C17, 
também são apropriados 
• Opcional: padrões C12 a C26 FAME para curva padrão 
 
Preparo das soluções 
 
HCl a 5% v / v em metanol: adicione 6,8 mL de HCl concentrado (37%) ao balão 
volumétrico e complete até 50 mL com metanol. Armazenar a 4 ºC 
 
Solvente metanol e clorofórmio nas proporções 1: 2 em volume.  10 mL de metanol + 
20 mL de clorofórmio.  Armazenar a 4 ºC 
 
Padrão C11 - TAG: prepare um estoque de 10 mg / mL em 1: 2 (v / v) de metanol: 










1. Pesar 10 mg de biomassa seca em um tubo de vidro com tampa de rosca de 2 mL 
com vedação 
2. Adicione 0,2 mL de solvente pré-embebido em metanol / clorofórmio (1: 2, v / v) 
3. Opcional: Adicione 25 μl de padrão C11-TAG (equivalente a 250 μg de padrão) 1 
4. Adicione 0,3 mL de HCl a 5% em metanol 
5. Feche o tubo firmemente e aqueça a 85 ºC em um dri-block por 1 h 
6. Arrefecer até à temperatura ambiente (25 ° C) e adicionar 1 mL de hexano 
7. Agite suavemente por 1 h em temperatura ambiente sem inverter os tubos 
8. Remova a fase superior (não polar) do frasco de vidro usando uma pipeta de vidro 
Pasteur e armazene a -20 ºC ou menos 
9. Dilua a amostra antes da análise, se necessário 
 
Notas: 
• Um dri-block é preferível a um banho de água; a derivatização é um pouco 
sensível à água 
• Adicione todos os solventes usando uma pipeta de vidro de 1 mL 
• Nunca inverta os tubos! Sempre existe o risco de extração de substâncias 
voláteis das vedações. 
• Evite agitação vigorosa dos tubos antes da etapa 6; a biomassa tem uma 
tendência a grudar nas laterais do tubo. 
• O método pode ser usado para derivatizar amostras de óleo puro, embora os 
volumes de solvente devam ser aumentados de acordo com a quantidade de óleo 
utilizada (por exemplo, os volumes aqui seriam apropriados para 1-3 mg de óleo). 
• Para reduzir a variabilidade entre as amostras pré-misture o padrão C11-TAG 
e metanol / clorofórmio; adicione 625 μl de padrão a 10 mL de metanol / clorofórmio e 
adicione 0,425 μl por amostra. 
• Certifique-se de preparar uma amostra omitida em branco para identificar 
qualquer contaminação proveniente de reagentes / tubos etc. 
• As amostras devem ser secas (liofilizadas) antes da derivação, embora o 
método seja tolerado com água até 50% do peso (não testado) 
• FAMEs para a curva padrão podem ser compostas em hexano e armazenadas 
em um freezer em frascos de vidro 
• O método pode ser facilmente ampliado para a derivatização de grandes 
quantidades de material 
 
Fonte  
Van Wychen S, Ramirez K, Laurens LM (2013) Determination of Total Lipids as Fatty 





Açucares solúveis totais – AST 
 
Equipamentos 
 Pipetas automáticas (100 μl e 1000 μl). 
 Eppendorfs (2mL). 
 Vortex. 
 Travas para eppendorfs. 
 Banho-maria. 
 Balança analítica. 
 Tubos de ensaio. 
 Funil. 





 Etanol 80% (v / v) 
 Solução estoque de Glicose (1 mg/mL) 
 Fenol 5% (v / v) 
 Ácido sulfúrico (H₂SO₄) 
 
PROCEDIMENTOS EXPERIMENTAIS 
Preparação do Material vegetal 
1. O material deve ser liofilizado por 48 h e pulverizado em moinho de bola; 
2. Pesar 10 mg de pó para cada replica em eppendorfs de 2 mL. 
3. Identificar mais eppendorfs para coletar o sobrenadante. 
 
Extração 
1. Adicionar 500 µl de Etanol 80% ao eppendorf com a amostra; 
2. Agitar no vortex; 
3. Incubar no banho-maria a 80°C por 20 minutos; 




5. Centrifugar a 10.000g por 10 minutos; 
6. Coletar o sobrenadante; 
7. Repetir as etapas de 1 a 6 até completar 2mL (4x). 




Equipamentos e Materiais 




 Cubetas descartáveis ou microplacas de Elisa 
 Centrífuga. 
 Espectrofotômetro ou Leitor de Elisa 
 Travas para eppendorfs 
 
Reagentes 
 Enzima 1 – α-amilase termostável do Bacillus licheniformis (Megazyme) 
120U.mL⁻¹ em tampão fosfato pH 6,5 
 Enzima 2 – Amiloglucosidase (AMG) do fungo Aspergillus niger (Megazyme) 
30U.mL⁻¹ em tampão acetato pH 4,5 
 0,02 M NaH2PO4.H2O (tampão X) 
 0.02 M Na2HPO4.7H2O (tampão Y).  
 Tampão Fosfato 10 mM, pH 6,5: para preparar 200 mL tampão, 68.5 mL X + 
31.5 mL Y = 100 mL @ pH 6.5. Adicionar 100 mL água.  













1. Ligar Banho-maria (75°C e 50°C) 
2. Identificar eppendorfs de 2mL contendo biomassa livre de açúcares e 
solventes 
3. Adicionar 0,48mL da enzima 1 ao eppendorf 
4. Incubar no banho-maria a 75°C por 30min 
5. Repetir as etapas 3 e 4 
6. Adicionar 0,48mL da enzima 2 ao eppendorf 
7. Incubar no banho-maria a 50°C por 30min 
8. Repetir as etapas 6 e 7 
9. Adicionar 100 ul de acido perclorico, 0,8 M 
10. Centrifugar por a 10.000rpm por 2min 
11. Separar o extrato para a quantificação de amido 
12. Separar o pellet para a quantificação de açúcares estruturais 
 
Após a remoção dos hidrolisados de amido, foi adicionado 1 mL de ácido sulfúrico 
concentrado às amostras para hidrolisar os açúcares estruturais presentes no pellet final. 
1. Adicione 1 mL de ácido sulfúrico concentrado e deixe reagindo por 5 min 
em agitação constante 




Os monossacarídeos (trioses, pentoses e hexoses) obtidos em cada etapa foram 
quantificados complexando o grupo aldeído livre com MBTH (3-metil-2-hidrazona 
benzotiazolinona) e usando a metodologia de quantificação espectrofotométrica descrita 









Soluções preparadas logo antes de fazer a análise 
 
MBTH (3mg/mL): Pesar 60 mg de MBTH (3-methyl-2- benzothiazolinone hydrazone) 
e dissolver em 20mL de água Milli-Q. 
DTT (1mg/mL): Pesar 20 mg de DTT (Dithiothreitol) e dissolver em 20mL de água 
Milli-Q. 
HCl 0,25M: Adicionar 100 mL de água Milli-Q foi em  balão volumétrico de 200mL, 
adicionar 4,16 mL de ácido clorídrico ao balão e em seguida completar o  200mL de 
volume do balão com água Milli-Q. 
Solução férrica: Adicionar 200 mg de sulfato de amônio férrico e 200 mg de ácido 
sulfâmico em 40 mL de solução de HCl 0,25 M. 
Solução de trabalho MBTH: 20 mL da solução de MBTH 3 mg/mL foram 
adicionados à 20 mL da solução de DTT 1 mg/mL.  
 
Equipamentos  
Tubos headspace 20mL  
Balança analítica 
Vortex 
Banho ultrassónico termostatizado 
Espectrofotômetro Ultravioleta/Visível 




a) Retirar 0,5 mL do sobrenadante das amostras a ser analisado e colocar em tubos 
HeadSpace  Nota: Nesse ponto utilizar uma diluição de pelo menos 1:10 porque 
o excesso de ácido pode ter um efeito na reação, ou seja, diluir 50µL do 
sobrenadante em 450µL de água Milli-Q para completar 0,5mL. Se já se sabe 
que a amostra possui grande quantidade de carboidrato, começar com uma 
diluição de 1:20, ou seja, 25µL do sobrenadante e 475µL de água Milli-Q.  
 
b) Escolher o fator de diluição totalizando 0,5 mL de amostra a ser analisada, assim 
em um tubo headspace foram adicionados 500µL da amostra (diluída), foram 
adicionados 500µL de NaOH 0.5M e 500µL de solução de trabalho MBTH  em  
cada tubo. Os tubos, então, foram fechados, vortexados e colocados em banho 
termostatizado por 15 ± 1 minutos à 80°C. Observação: Não exceder o tempo de 
incubação, deve-se trabalhar com pequenos lotes de amostras (<20) e deve-se 
colocar os tubos no termoreator logo após de ter adicionado as soluções de 





c) Após os 15 minutos de incubação, desligou-se o termoreator, abriu-se os tubos e 
adicionou-se 1mL de solução férrica em cada tubo. Uma vez que a solução 
férrica foi adicionada, os tubos foram retirados do termoreator, fechados com 
tampa e vortexados (a mistura torna-se verde). Após vortexados, deixou-se as 
amostras reagindo com a solução por 10-15 minutos até atingirem temperatura 
ambiente.  
 
d) Após os tubos atingirem a temperatura ambiente, foram adicionados 2,5mL de 
água Milli-Q em cada tubo para então serem vortexados. Após vortexados, foi 
retirado uma alíquota da amostra e realizado a leitura no espectrofotômetro no 
comprimento de onda de 620nm. Nota: A leitura deve ser feita em até uma hora 
depois de realizada a reação e o espectrofotômetro deve ser zerado só com água 
Milli-Q. 
 
A equação obtida na curva analítica foi utilizada para quantificar os carboidratos 
presentes nas amostras, e, então foi realizado o cálculo de monossacarídeos totais por 
meio da equação: 
 
Monossacarídeos Totais (mg) = Monossacarídeos (mg/mL) X 7,25 (mL) 
Onde:  
 Monossacarídeos (mg/mL) = concentração obtida através da curva de glicose 
       7,25 (mL) = Volume total da hidrólise 
 Curva analítica de glicose 
Uma solução estoque de glicose de 0,25mg/mL foi feita utilizando 5mg de 
glicose padrão dissolvidos em 20mL de água Milli-Q.  A curva analítica de glicose foi 
construída de acordo com a tabela abaixo: 




Solução estoque + Água 
Concentração final 
(mg/mL) 
0,25 0 + 500 0 
0,25 20 + 480 0,010 
0,25 30 + 470 0,015 
0,25 50 + 450 0,025 
0,25 75 + 425 0,0375 
0,25 100 + 400 0,050 
 
Fonte:  
Amaral LIV, Gaspar M, Costa PMF, Aidar MPM, Buckeridge MS (2007) Novo método 
enzimático rápido e sensível de extração e dosagem de amido em materiais vegetais. 
Hoehnea 34:425-431.   
Van Wychen S, Laurens LML (2016) Determination of Total Solids and Ash in Algal 










 cadinhos  







a)  Pré-condicionar cadinhos no forno de mufla de 575 ° C durante a noite para remover 
contaminantes. 
 
b) Após o término do condicionamento, retire os cadinhos do forno a 575 ° C, arrefecer 
até à temperatura ambiente em dessecador para que não fique com umidade (Usar 
luvas, pinças ou pinças para evitar a adição de peso a partir de óleos de mão). 
c) Pesar cada cadinho e registrar o peso do cadinho. 
 
d)  Pesar 100 ± 5 mg de biomassa de algas no cadinho pré-pesado. Registre o peso da 
biomassa pesada 
 
e) Colocar as amostras em estufa de circulação a 60 °C ± 1 °C durante pelo menos 18 
horas. 
 
f) Após a secagem na estufa retirar as amostras e deixe-as arrefecer até à temperatura 
ambiente em dessecador. Após a arrefecer pesar o cadinho e a amostra seca em 





g) Use a mesma amostra que foi usada para a determinação de sólidos totais para as 
cinzas 
 
h) Levar os forno de mufla 
Programa de rampa: 
 Rampa de temperatura ambiente a 105 °C 
 Mantenha a 105 °C durante 12 minutos 
 Rampa até 250 °C a 10 °C/minuto 
 Mantenha a 250 °C durante 30 minutos 
 Rampa para 575 °C a 20 °C/minuto 
 Mantenha a 575 °C durante 180 minutos 
 
i) Após o fim da rampa, retirar os cadinhos a uma temperatura de 105 °C e esperar a 
chegar a temperatura ambiente em dessecador. Pesar o cadinho da amostra e 





Calcular a percentagem de sólidos totais numa base de peso seco como se segue: 
 
% Sólidos Totais = (((PA - C) ÷ A) × 100) 
 
% Umidade = (100 – (((PA – C) ÷ A) ×100)) 
 
Massa Seca = ((A × ST) ÷ 100) 
 
% Cinzas = (((PC – C) ÷ MS) × 100) 
 
PA = Peso do Cadinho + Amostra Seca 
C = Peso do Cadinho 
A = Peso da Amostra 
ST = % de Sólidos Totais 
PC = Peso do Cadinho + Cinzas  
MS = Massa Seca 
 
Fonte  
WYCHEN, S. V.; and LAURENS, L. M. L.; Determination of total Carbohydrates in 
Algal Biomass. The National Renewable Energy Laboratory, 2015. Disponível em: 




























Os carotenoides podem ser usados como corantes alimentares, aditivos alimentares, 
cosméticos, antioxidantes e nutracêuticos, etc. Por esta razão representa um composto 
de alto valor agregado em uma biomassa. A analise qualitativa e quantitativa dos 
carotenoides é um método para dar informações sobre os diferentes carotenoides e sua 
quantificação e agregar valor e obter informações sobre o metabolismo dos carotenoides 
da biomassa analisada. 
 
Preparo de Soluções:  
Solução 1 -  Acetona/(metanol/etanol) – 7/3 (6 mL por amostra) – com 0,1% de 
butylated hydroxy toluene – BHT-  250 mL para 40 amostras 
1 – 175 mL de acetona 
2 – 37,5 mL de etanol 
3 – 37,5 mL de metanol 
4 – 0,25g de BHT 
 
Solução 2 – Éter de Petróleo - com 0,1% de BHT – (6 mL por amostra) - 250 mL 
para 40 amostras 
 1 – 250 mL de éter de petróleo 
2 – 0,25g de BHT 
  
Solução 3 - Água Miliq com 10% de NaCl - (3 mL por amostra) – 150 mL para 40 
amostras 
1 – 150 mL de Água Miliq 











Extração dos carotenoides 
1 - Pesar 10 mg de biomassa em tubo headspace de 20 mL vedado contra a luz. 
2  - Adicionar 2 mL de Solução 1 (Gelado) 
3 - Homogeneizar com cuidado para não deixar biomassa na parede e deixar em 
ultrassom por 20 minutos - após 20 minutos, retirar o sobrenadante com pipeta de 
Pasteur e passar para headspace vedado com alumínio  para estocar a extração. 
4 – Adicionar mais 2 mL de Solução 1 (Gelado) para fazer uma nova extração 
5 - Homogeneizar com cuidado para não deixar biomassa na parede e deixar em 
ultrassom por 20 minutos - após 20 minutos, retirar o sobrenadante com pipeta de 
Pasteur e passar para headspace vedado com alumínio  para estocar a extração. 
6 – Adicionar mais 2 mL de Solução 1 (Gelado) para fazer uma nova extração 
7 - Homogeneizar com cuidado para não deixar biomassa na parede e deixar em 
ultrassom por 20 minutos - após 20 minutos, retirar o sobrenadante com pipeta de 
Pasteur e passar para headspace vedado com alumínio para estocar a extração. 
Obs. Pode haver a opção de realizar mais fases de extração, isso está direcionado com o 
tipo e a quantidade de biomassa. 
6 - Após realizar todas as extrações com a Solução 1, como a acetona degrada os 
pigmentos extraídos, os carotenoides devem ser transferidos para éter de petróleo com 
BHT 1% para evitar a degradação por acetona. 
7 – Adicionar 6 mL da solução 2 (para fazer a transferência, deve se adicionar no tubo 
vedado com o extrato o mesmo volume de éter de petróleo, no caso da extração feita 
com 6 mL da solução 1 adiciona 6 mL de éter de petróleo com BHT 1%)  
8 – Para otimizar a separação das fases adicionar com muito cuidado (para não formar 
emulsão) 3 mL da Solução 2 (isso fará a transferência dos carotenoides da acetona para 
o éter etílico).  
7 - Retirar a fase superior com os pigmentos (éter + carotenoides) e passar para um 
balão volumétrico de 10 mL. 
8 –perfazer em 10 mL o volume do extrato em balão volumétrico utilizando éter de 
petróleo.  
9 – Com os 10 mL de volume de extrato, 5mL são destinados a leitura no 
espectrofotômetro para a quantificação dos carotenoides totais e outros 5 mL são 





10 -Para Quantificação em espectrofotômetro 
 
10.1 - Dos 5 mL, utilizar 2 mL para leitura em cubeta em espectrofotômetro a 450nm, a 
concentração de carotenoides totais foi determinada a partir da seguinte equação: 
 
 
11 - Para a determinação do perfil dos carotenoides em UPLC 
 
Soluções UPLC para 40 amostras 
 
Solução 1 – preparação de 500 mL (70% acetonitrila, 20% metanol e 10% MTBE) 
350 mL 70% acetonitrila 
100 mL 20% metanol 
50 mL 10% MTBE 
 
Solução 2 – Formiato de amônio 10mM 
0,252g de formiato de amônio 
400 mL de água 
 
11.1 Os 5 mL restantes são utilizados para a determinação do perfil dos carotenoides 
em UPLC, o extrato é evaporado em evaporador rotativo a temperatura inferior a 40 
°C, em ausência de luz. (balão vedado com alumínio), após evaporação do éter de 
petróleo, o extrato é ressuspendido em 1 mL de fase móvel (70% acetonitrila, 20% 
metanol e 10% MTBE) e estocado em vial de 1,5 mL. 
 











11.3 – Após a analise os espectros são integrados com os padrões analisados descritos 
como método integração carotenoides e os dados são exportados em pdf para serem 
analisados. 
 
Fonte Metodologia adaptada baseada em (de Carvalho et al., 2012; Sarkar et al., 2012;  















5. Extração para criação de perfil metabólico usando tecido liofilizado: 
adaptado do documento “Método Fiehn” 
 
Equipamento: 
 Banho-maria ou dri-block 





 Metanol, grau analítico, pelo menos 99,9% 
 Clorofórmio, grau analítico, pelo menos 99,9%, resfriado a -20 ºC (freezer) 
 Água Milli-Q, resfriada a 4 ºC 





1. Pesar 10 mg de material liofilizado em um Eppendorf de 2 mL. Registre a massa 
exata 
2. Adicione 1,4 mL de metanol + 60 μL de solução de ribitol (NÃO ESQUEÇA - o 
ribitol pode ser adicionado proporcionalmente ao metanol antes do uso) 
3. Agite no vortex por cerca de 10s para suspender o material 
4. Aqueça a 70 ºC por 10 minutos em banho-maria com agitação ocasional (certifique-
se de fechar as tampas e de abrir os tubos rapidamente, à medida que aquecem para 
evitar excesso de pressão). Como alternativa, use um bloco dri com agitação constante 
5. Centrifugar a 10.000 g à temperatura ambiente por 10 minutos para granular o 
material 
6. Transfira 750 μl de sobrenadante para novos tubos 
7. Adicione 375 μl de clorofórmio frio 
8. Adicione 750 μl de MQH2O frio 




10. Centrifugue a 2.200 g a rtp por 10 minutos para separar as fases 
11. Transfira a fase superior para um novo tubo 
12. Transferir alíquotas de 50 μl e 200 μl para novos tubos 
13. Secar as alíquotas de 50 μl e 200 μl em um speed-vac e armazenar 
(preferencialmente) a -80 ºC. Reter o restante da extração congelado como backup 
 
Notas: 
• Clorofórmio e metanol são tóxicos - manuseie apenas no exaustor e use luvas corretas 
• Os solventes usados devem ser descartados corretamente 
• Verifique se novas pontas e tubos são usados - não use componentes plásticos lavados 
• Certifique-se de incluir várias amostras em branco para controlar a contaminação 





 Shaking dri-block 




 MSTFA (observe que, se estiver usando uma mistura padrão de tempo de 
retenção, ela deverá ser adicionada ao MSTFA) 
 Cloridrato de metoxiamina: 20 mg / mL em piridina. Esta solução deve ser 
preparada imediatamente antes do uso 
 
Procedimento: 
1. Coloque as amostras secas no speed-vac a 30 ºC por 30 minutos para remover a água 
acumulada durante o armazenamento 
2. Adicione 40 μl da solução de cloridrato de metoxiamina a cada tubo. 
3. Tubos de vórtice por 10 s 
4. Coloque no bloco dri de agitação por 2 h a 37 ºC com agitação. 




6. Adicione 70 μl de MSTFA a cada tubo 
7. Tubos de vórtice por 10 s 
8. Coloque em agitação dri-block por 30 minutos a 37 ºC com agitação. 
9. Tubos de centrifugação por 10 s para remover a condensação das tampas 
10. Transfira 100 μl para uma inserção de vidro no frasco do GC e sele o frasco. 
 
Notas: 
• Todos os reagentes usados nesta etapa são altamente tóxicos - manuseiam MSTFA e 
piridina somente dentro do exaustor. Use uma máscara ao pesar o cloridrato de 
metoxiamina. Certifique-se de que qualquer solvente usado seja descartado 
corretamente. 
• Os reagentes são todos sensíveis à água. Certifique-se de que as garrafas estejam 
devidamente seladas após o uso. Armazene o cloridrato de metoxiamina com sílica seca. 
• O MSTFA é altamente reativo - abra garrafas ou frascos pelo menor tempo possível. 
• Se você não tiver um bloco seco com agitação disponível, agite no vórtex a cada tubo 
por 10 segundos a cada 15 minutos. NÃO use banho-maria. 
• Prepare pelo menos uma amostra em branco para cada lote de amostras para controlar 
a contaminação durante a derivatização. 
• As amostras devem ser analisadas o mais rápido possível após a preparação. Enquanto 




Parâmetros do método: 
 
Coluna: HP-5MS, 30 m, diâmetro de 0,25 mm, espessura de filme de 0,25 μm 
Injetor: sem divisão, 230 ºC, 
Programa de temperatura: 70 ºC, mantenha por 5 minutos, suba para 
Parâmetros MS: temperatura da linha de transferência 250 ºC, temperatura quad MS 











• As amostras devem ser executadas em ordem aleatória em blocos - por 
exemplo primeira repetição de todos os tratamentos em ordem aleatória, depois segunda 
repetição de todos os tratamentos em ordem aleatória etc. 
• Execute amostras em branco periodicamente para verificar a transição etc. 
• Descartar amostras após a análise. 
• Verifique se as amostras não estão sobrecarregando a coluna ou o detector; 
picos de frente são um sinal claro de sobrecarga de coluna. Coberturas planas a picos 
indicam saturação do detector - ambos devem ser evitados, se possível, embora algumas 
amostras possam conter concentrações muito altas de açúcar, tornando isso inevitável. 
• Verifique os metabólitos comuns para garantir que o método esteja 
funcionando: sacarose, glicose, citrato e vários aminoácidos devem ser detectáveis. A 
falta desses compostos sugere que algo deu errado com o método. 
• Considere testar uma amostra representativa de cada tratamento primeiro para 
garantir que todas as amostras estejam dentro da faixa dinâmica do equipamento; 
 
Fonte 
Fernie AR, Lisec J, Willmitzer L, Kopka J, Schauer N (2006) Gas chromatography 
mass spectrometry–based metabolite profiling in plants. Nat Protoc 1: 387–396 
 
